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Scope and organization of the thesis 
The overall topic of this thesis is Cellular Reactions to patterned Biointerfaces. The objective of 
the presented research projects is to study cell behavior on and in topographically patternable 
and mechanically tunable polymeric biomaterials. 
 
Cell‐material interactions and the subsequent biological outcome are events with high relevance 
to the areas of tissue engineering, regenerative medicine and cell therapy. The cellular response 
to a biomaterial is influenced by a variety of factors. The material’s chemical surface properties 
such as wettability and charge dictate the amount and type of adsorbed serum proteins, which 
consequently  influence  the  initial cell adhesion process. Additionally,  the  topography and  the 
elasticity  of  the  substrate  play  a  significant  role  for  the  development  of  stable  adhesion 
complexes, cell spreading and migration as well as for cell fate and function. Therefore, in order 
to generate meaningful design principles for advanced biomaterials, it is of vital importance to 
elucidate the way  in which these factors act  independently, synergistically, or antagonistically 
to impact cellular behavior.  
 
The presented experimental studies cover various aspects of cell‐biomaterial  interactions. The 
first part of this thesis (Chapters 2‐6) describes surface‐dependent cell behavior on two different 
substrate  systems,  a  cell‐adhesive  fluoropolymer  and  an  intrinsically  non‐adhesive  hydrogel 
made  of  poly(ethylene  glycol)  (PEG). A murine  fibroblast  cell  line  (NIH  L929)  and  primary 
human dermal  fibroblasts were used  to  systematically  assess how  topography  and  elasticity 
modifications  influence  the  in vitro cell response. The second part of  the  thesis  (Chapters 7‐9) 
focuses on cell culture studies  in  three‐dimensional  (3D) substrate systems which are  tunable 
regarding  their  architecture, mechanical properties  and  biofunctionality. A PEG‐based  and  a 
hyaluronic acid‐based hydrogel were applied for this purpose.  
 
Chapter  1  gives  a  general  introduction  to  the  topic  of  cell  adhesion  in  vivo  and  in  vitro. 
Furthermore,  the  correlation  between  biomaterial  bulk  as well  as  surface properties  and  the 
initial protein adsorption and  subsequent  cell adhesion  is elaborated  in detail.  In addition  to 
surface  chemistry  the  impact  of  physical  substrate  properties,  namely  material  surface 
structures  and  substrate  elasticity  are  highlighted. Chapter  2  reports  on  the  evaluation  of  a 
fluoropolymer (perfluoropolyether, PFPE) as a patternable biomaterial. Fibroblast adhesion and 
spreading were  studied  in  detail  and  compared  to  the  cell  response  on  a  standard  culture 
material  and  a  commonly used  fluoropolymer. PFPE  substrates were  furthermore  applied  in 
studies  with  human  macrophages  to  elucidate  the  influence  of  surfaces  topography  on 
macrophage morphology and cytokine expression. 
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For  the  subsequent  studies  bulk  PEG  hydrogels  were  applied,  fabricated  by  UV‐induced 
polymerization  of  six‐armed  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) 
macromonomers with acrylate end‐groups (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)). Besides a general introduction 
to the use of hydrogels for cell biological applications, Chapter 3 contains results concerning the 
fabrication, characterization and cytocompatibility of our Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels. Due to 
the UV‐induced  polymerization mechanism,  these  hydrogels  can  be  decorated with  various 
topographic  surface  patterns  by  molding.  Chapter  4  describes  studies  on  the  influence  of 
surface  topography  on  the  cell‐  and  protein‐repulsive  properties  of  the  PEG  hydrogels.  It 
reports on the results of  in vitro studies with murine and human fibroblasts conducted on the 
patterned hydrogel surfaces.  
 
Based on the findings presented in Chapter 4, that is, the introduction of regular line and post 
patterns  to  the surface of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels  induces cell adhesion and alignment, 
the  principles  that  lie  behind  this  effect  were  investigated.  Chapter  5  concentrates  on  the 
elaboration  whether  cell  adhesion  to  patterned  PEG  is  due  to  possible  changes  in  protein 
adsorption  to  the  surfaces.  Specifically,  the  role  of  the  extracellular  matrix  (ECM)  proteins 
fibronectin  and  vitronectin  is  investigated  in  detail.  Chapter  6  focuses  on  the  influence  of 
pattern dimensions on  the described  topography‐induced cell adhesion.  In addition, a second 
variable,  namely  the  elasticity  of  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  is  altered;  substrates 
combining systematic variations  in crosslinking density and pattern dimensions are  tested  for 
their capability to induce cell adhesion and alignment. 
 
Although  patterned  2D  substrates  are  a  relevant  means  to  systematically  study  the 
fundamentals  of  cell‐biomaterial  interactions,  the  design  of  3D matrices  is  important when 
aiming  to mimic  the ECM which  the cells encounter  in vivo. Therefore  the  last  three Chapters 
concentrate on the development and in vitro assessment of 3D hydrogel systems for guided cell 
growth. Chapter  7  shows  results  on  the  fabrication  of Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels with  a 
directional  porous  architecture  introduced  by  uniaxial  freezing.  Besides  physical 
characterization  of  the  gel  scaffolds  a  detailed  study  on  the  proliferation  and migration  of 
fibroblasts in these channels is conducted. In Chapter 8 a second 3D hydrogel system based on 
hyaluronic  acid  crosslinked with  sP(EO‐stat‐PO)  is presented. Different  gel  compositions  are 
analyzed in terms of cytocompatibility and their ability to allow spreading and proliferation of 
encapsulated  fibroblasts. A  follow‐up  approach  to  achieving  specific  cell  guidance  in  3D  is 
presented  in  Chapter  9. A  two‐component  system  of  the  introduced  hyaluronic  acid‐based 
hydrogels and adhesive electrospun nanofibers is assessed as an artificial biomimetic ECM. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Introduction    
 
Biomaterials are materials  (synthetic and natural)  that are used  in medical 
devices  or  in  contact  with  biological  systems.  Research  in  the  field  of 
biomaterial  science  has  gained  steadily  growing  interest  over  its 
approximately  half  century  of  existence  and  uses  ideas  from  medicine, 
biology,  chemistry,  materials  science  and  engineering.  This  Chapter 
summarizes  some  relevant  background  information  about  biomaterial 
research  important  for  understanding  and  evaluating  the  experimental 
results presented within  the  following Chapters of  the  thesis. Adding  to a 
brief paragraph on general definitions, applications and evaluation criteria 
for biomaterials,  the  literature  review  focuses  on  cellular  adhesion  events: 
how  do  cells  interact  with  their  natural  environment  in  vivo  and  which 
cellular  processes  are  influenced  by  these  interactions.  How  have  these 
findings  been  translated  to  in  vitro  cell‐biomaterial  interactions?  In which 
way  can  cell  adhesion  and  consequent  responses  such  as  spreading, 
proliferation  and  differentiation  be  influenced  by  the  biomaterials’ 
properties? 
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1. Biomaterials 
A biomaterial  can be defined as “a nonviable material used  in a medical device,  intended  to 
interact with biological systems” [1]. If the words “used in a medical device” are removed, this 
definition becomes more inclusive to the wide range of applications where synthetic materials 
and modified natural materials are applied  in direct combination with biology such as  in cell 
culture  instrumentation or  fuel  cells  [2]. For  illustration  table  1 highlights  some  examples  of 
biomaterials applied with relation to a medical purpose.  
 
 
Table 1: Exemplified biomedical applications of biomaterials.  
Given are different areas of medical applications which make use of biomaterials. Some specific examples 
are mentioned. Table modified from reference [3]. 
 
 
 
Some  materials  are  needed  only  for  short‐term  applications  (e.g.  diagnostic  devices)  while 
others are designed to function for a maximized time (e.g. heart valve, joint replacement). One 
can further distinguish between materials which are in direct contact and should interact with 
living  cells  (in  vitro or  in  vivo) and  those which  are  intended  to only  interact with biological 
molecules such as proteins and deoxyribonucleic acid (DNA). 
 
Depending  on  the  desired  application  the  requirements  concerning  the  material’s 
biocompatibility can be quite diverse. In general one refers to biocompatibility as “…the ability 
of a material to perform with an appropriate host response in a specific application [1].” More 
precisely it can be described as “the ability of a biomaterial to perform its desired function with 
respect  to a medical  therapy, without eliciting any undesirable  local or systemic effects  in  the 
recipient or beneficiary of that therapy, but generating the most appropriate beneficial cellular 
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or tissue response in that specific situation, and optimizing the clinically relevant performance 
of  that  therapy  [4].”  Thus,  the  biocompatibility  is  directly  dependent  on  the  intended 
application, rather  than a material’s  inherent characteristic. Due  to  their high cost, complexity 
and critical ethical state, in vivo biocompatibility tests are increasingly replaced by in vitro tests 
to the greatest possible extend. Standardisation and miniaturisation of cell culture methods and 
assays  constantly  improve  the  possibility  of  using  in  vitro  methods  to  predict  the 
biocompatibility  of  new  materials.  In  vitro  biocompatibility  testing  comprises  two  general 
principles, namely cytotoxicity and cytocompatibility [5]. Cytotoxicity is concerned mainly with 
leaching of chemicals from the material, which are toxic to cells cultured on the material (direct 
cytotoxicity)  or  to  cell  cultured  on  standard  surfaces  under  the  influence  of  conditioned 
medium  (indirect  cytotoxicity).  Cytocompatibility  refers  to  the  overall  cell  response  to  the 
material, which amongst other things denotes cell adhesion, spreading, proliferation, apoptosis 
and intracellular changes in gene expression or protein synthesis.  
 
The focus of the research carried out within the scope of this thesis is directed at the interaction 
of  living  cells with biomaterials  in  vitro. Besides  a general  lack  of  cytotoxicity  the  successful 
biomedical  application  of  a material demands  for design principles which  allow  interactions 
with cells  in a highly controlled and predictable manner. To understand  the components and 
complexity  of  this  demand,  an  introduction  to  the  theoretic  background  about  cell‐material 
interactions will be given within the following paragraphs of this Chapter. This should help the 
reader understand  the  relevance of  the  subsequently presented  cell  experimental  results  and 
evaluate them in the broader context, also with regards to the in vivo situation. 
 
Generally, a wide range of materials can function as “biomaterials”, including polymers, metals, 
ceramics, carbons, reconstituted or specially treated natural tissues, and composites made from 
various combinations of such materials. While early biomaterial applications such as tooth and 
eye replacements made mainly use of metals or natural materials like wood, synthetic polymers 
are  by  far  the  broadest  and most divers  class  of  biomaterials  today. This  is mainly  because 
synthetic  polymers  are  available  in  many  different  compositions  and  with  versatile 
properties [3]. However,  in nearly  every  case  along  the history of biomaterials,  the materials 
used were adopted from other areas of science and technology without substantial redesign for 
the specific biological use. Although constant progress is made in biomaterial research, critical 
problems  in  biocompatibility, mechanical  properties,  degradation  and  numerous  other  areas 
remain. To improve available materials or to establish new design concepts, it is indispensable 
to  integrate material  engineering with  the  latest  insights  gained  from  studies  of  cell–matrix 
interactions, cellular signaling processes, and developmental and systems biology [6]. 
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For  the  research  presented  two  classes  of  polymeric  biomaterials  were  applied,  a  very 
hydrophobic  fluoropolymer  (perfluoropolyether,  PFPE)  (Chapter  2)  and  different  hydrogel 
systems  all  containing  poly(ethylene  glycol)  (PEG)  (Chapters  3‐9).  The  descriptions  of  the 
substrate fabrication processes and the individual characterization of these materials are given 
in  the  respective  Chapters.  Additionally,  Chapter  3  contains  general  information  on  the 
application of hydrogels as biomaterials and more specifically introduces the properties of PEG 
and its relevance for biomedical research.  
 
Therefore the utmost concerns of the present Chapter are the biological events that take place at 
the  biointerface,  in  particular  the  process  of  cell  adhesion  and  also  its  dependence  on  the 
material properties. 
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2. The Biointerface 
When a material comes  into contact with a biological fluid which contains proteins and  living 
cells  a  cascade  of  interdependent  events  takes  place  which  determine  the  subsequent  cell‐
material  interaction.  The  first  seconds  of  contact  are  of  high  relevance  for  the  long‐term 
outcome of the system.  
 
In  general,  the  initial  interactions  between  cells  and  materials  are  mediated  by  specific 
biochemical signals on the surface which are recognized by the cells. Therefore the first essential 
part  of  the  interaction  cascade,  the prerequisite  for  cell  adhesion,  is  the display of  adhesive 
molecules.  This  usually  implies  protein  adsorption  to  the material’s  surfaces.  In  vivo  these 
proteins originate from body fluids while in vitro they stem from serum‐containing cell culture 
medium (at a later stage cells can also secrete relevant proteins themselves). Upon the contact of 
a cell with  the adhesion‐mediating molecules various specific  interactions are  initiated which 
result in transient or stable cell adhesion complexes. 
 
The initial adhesive interactions between the cell and the underlying surface are the basis for a 
wide range of material‐ and cell type‐dependent subsequent cellular reactions. These reactions 
include  cell  spreading, migration  and  proliferation  as well  as  changes  in  function  (i.e.  gene 
expression). Figure 1 illustrates the basic understanding of the time course of these events.  
 
 
Figure 1: Time course of events taking place at the biointerface.  
When  living  cells which  are  present  in  a  fluid  that  contains  proteins  (e.g.  serum  or  blood)  contact  a 
material,  different  parallel  and  consecutive  events  can  take  place.  Upon  initial  unspecific  protein 
adsorption  to  the  surface  cells  are  able  to  adhere  and  spread.  The  nature  of  these  adhesions  further 
determines the migration, proliferation and differentiation of the cells. Image modified from reference [7]. 
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2.1. Adhesive molecules  
In  vivo  cells  are  embedded  in  a highly  complex  environment  the  extracellular matrix  (ECM) 
(Figure 2). The ECM  is  composed of an  interconnected mesh of  insoluble  fibrous proteins as 
well  as  different  soluble  proteins  and  carbohydrates  (glycosaminoglycans  (GAGs)  and 
hyaluronic acid  (HA)). Most GAGs  in  the ECM are bound  to proteins  to  form proteoglycans. 
The  ECM  proteins  are  produced  intracellularly  by  resident  cells  (e.g.  fibroblasts  in  the 
connective tissue), and secreted via exocytosis into the intercellular space [8].  
 
The most abundant proteins in the ECM (25‐30 % of total protein in vertebrates) are collagens. 
Up  to  now  about  20  different  collagens  have  been  characterized  which  exhibit  different 
mechanical and functional properties. As an example, types I, II, and III collagens form fibrils 
and  are  responsible  for  the  tensile  strength  of  the  tissue  [9].  Elastins  on  the  contrary  are 
extremely  elastic  fibrous  ECM  proteins  which  allow  resume  of  shape  after  stretching  or 
contracting  a  tissue.  Of  crucial  importance  for  the  formation  and  integrity  of  a  tissue  are 
different glycoproteins in the ECM which mediate adhesive interactions between cells and the 
ECM [10, 11]. Fibronectin (FN) is a well known mediator of such adhesive interactions.  
 
 
 
Figure 2: Cells interacting with ECM; ECM components. 
Left side: scanning electron micrograph of rat corneal fibroblasts interacting with the surrounding ECM. 
The ECM  is composed  largely of collagen  fibrils;  the glycoproteins, hyaluronic acid and proteoglycans, 
which normally form a hydrated gel filling the interspaces of the fibrous network, have been removed by 
enzyme and acid treatment. Image taken from reference [12]. Right side: simplified scheme of the ECM 
and  its  components  and  the  interaction with  a  cell  (cytoplasm  and membrane  shown) via  cell  surface 
receptors  (integrins)  binding  to  the  ECM  protein  fibronectin  (FN).  Image  taken  from: 
http://www.yellowtang.org/cells.php.  
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FN, a dimeric protein, consisting of two independent, globular domains connected by disulfide 
bonds  is present  in  a fibrillar  form  in  the ECM of  several  tissues  and  in  soluble  form  in  the 
blood.  It contains a certain sequence  in  its polypeptide chain,  the cell‐binding motif arginine–
glycine–aspartic  acid  (RGD), which  can  be  recognized  and  bound  by  cell  surface  receptors 
called integrins (see following paragraph) [13]. Furthermore, by displaying several binding sites 
for  other  ECM  proteins  such  as  collagen,  fibrin  and  heparin,  FN  is  important  for  network 
formation in the ECM [14].  
 
Having  understood  the  main  mediators  and  mechanisms  of  cell  adhesions  in  mammalian 
tissue, we will now focus on the adhesive interactions between cells and artificial biomaterials. 
These  types of  interactions are generally mediated by proteins which adsorb  to  the surface of 
the  material  from  the  surrounding  fluid  [15].  The  involved  proteins  originate  either  from 
mammalian serum which  is commonly used as a supplement for in vitro cell culture media or 
from body fluids (e.g. blood) which cover implanted materials in vivo. At a later stage also cell‐
secreted  proteins  can  become  relevant. As  afore mentioned,  the  cell‐adhesive  protein  FN  is 
present in mammalian plasma and serum has been shown to adsorb unspecifically to different 
surfaces and to be highly relevant for initial adhesion and subsequent cell‐material interactions 
in  vitro  and  in  vivo  [16].  In  addition,  another glycoprotein,  called vitronectin  (VN) or  serum‐
spreading  factor,  which  also  contains  the  RGD  motif,  is  known  to  be  amongst  the  major 
mediator of cell adhesion to artificial materials in vitro [17, 18]. As FN, also VN is present in a 
fibrillar  form  in  the ECM of several  tissues and  in soluble  form  in  the blood and  the derived 
serum.  The  specific  role  of  FN  and  VN  for  cell  adhesion  to  artificial  materials  in  vitro  is 
discussed in detail in combination with the results presented in Chapter 5. 
 
Besides passive, rather unspecific protein adsorption  to  the surface of materials, cell‐adhesive 
cues can also be  intentionally  immobilized  to materials’ surfaces  to direct  the consequent cell 
response [19, 20]. For this purpose it is a common method to adsorb or covalently bind whole 
adhesive  ECM  proteins  as  well  as  to  use  isolated  segments  from  ECM  components.  A 
prominent  example  in  this  context  is  the  adhesion‐mediating  RGD  tripeptide  sequence 
contained  in  the FN polypeptide  chain which  can mimic  the  cell  attachment property of  the 
whole FN protein [21]. 
 
In summary, cell interactions with artificial materials such as metals or synthetic polymers are 
dependent  on  the  previous  passive  adsorption  or  active  immobilization  of  adhesive  serum 
proteins or segments  thereof. Naturally derived polymeric biomaterials, on  the contrary, such 
as  collagen or fibrin gels possess  intrinsic  cell‐interactive domains which  can  additionally or 
exclusively initiate cell adhesion [22, 23]. 
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2.2. Cell adhesion 
Although  the 3D environment, specifically  the architecture of  the surrounding matrix, differs 
significantly when comparing the complex ECM in vivo to 2D cell culture substrates or artificial 
3D scaffolds in vitro, the mechanism of cell adhesion is in principle analogous. Anchorage to the 
natural ECM as well as interaction with surface‐adsorbed or immobilized adhesive proteins or 
molecules  is  mediated  via  transmembrane  proteins  called  integrins  [24].  Integrins  are 
heterodimers  of  non‐covalently  associated  subunits  (‐  and  ß‐subunits),  that  contain  a  large 
extracellular  domain  responsible  for  ligand  binding,  a  transmembrane  domain  and  a 
cytoplasmic domain, which  is  responsible  for  talin binding  [25, 26]. The basic structure of an 
integrin receptor molecule is shown in Figure 3. 
 
 
 
Figure 3: Structur of an integrin molecule.  
Integrins are transmembrane receptor proteins assembled of two subunits (‐ and ‐). They consist of an 
extracellular domain, which exhibits a binding site for the RGD motif in FN and an intracellular domain 
with  a  binding  site  for  talin,  a  protein  important  for  the  assembly  of  adhesions.  Image  taken  from 
reference [14]. 
 
 
Different ‐  and ß‐subunits  are  expressed  in  limited  combinations which dictate  the binding 
specificity to different ECM components. A specific ECM molecule can nevertheless be bound 
by  different  types  of  integrins,  and  specific  integrins  can  bind  to  different  types  of  ECM 
molecules.  Cells  are  also  known  to  adapt  their  integrin  expression  profile  according  to  the 
extracellular ligands available [27, 28]. 5ß1‐integrin and vß3‐integrin are highly relevant for in 
vitro cell adhesion to biomaterials as they represent the main receptors for the ECM proteins FN 
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and VN, respectively [25]. While 5ß1‐integrin nearly exclusively interacts with FN, the vß3 has 
a broader  spectrum of  substrates,  including FN, VN,  laminin and non‐fibrillar collagen. Both 
receptors contain complementary interacting sites for the RGD motif [29]. 
 
Upon binding of their specific ligands, integrins become anchored to the actin cytoskeleton by a 
large set of structural and regulatory proteins, forming cell–ECM adhesion sites [30, 31]. Those 
structurally  well‐defined  adhesion  sites  between  cultured  cells  and  the  ECM  were  initially 
described about 35 years ago  in studies using  interference‐reflection microscopy and electron 
microscopy  [32‐34].  These  studies  already  revealed  that  matrix  adhesions  occur  at  small 
elongated  regions  along  the  ventral  plasma  membrane  which  are  associated  with  actin 
microfilaments  inside the cell. A wealth of research has been carried out since then which has 
proven  that  integrin‐mediated  adhesion  is  a  highly  regulated,  complex  process  involving 
various  interactions with multiple  binding partners  on  the  cytoplasmatic  side which  in  turn 
initiate several  interconnected signaling cascades. A detailed description of this system would 
be way  beyond  the  scope  of  this Chapter. Nevertheless  the  basic  principles  relevant  for  the 
understanding  of  the  subsequent  Chapters  are  summarized  in  the  following  paragraphs. 
Additionally, the interested reader may consider some review articles [10, 29, 35‐41]. 
 
The  initial  ligand‐integrin  binding  and  connection  via  bridging  proteins  to  bundles  of  actin 
filaments  leads  to  a  redistribution  of  integrins  at  the  cell  surface  and  to  their  clustering  in 
specific  structures  known  as  focal  adhesions  (FAs)  [35,  42,  43].  FAs  are  supramolecular 
complexes  that  contain more  than 50  cytoplasmic proteins, amongst  them  structural proteins 
such  as  vinculin,  talin,  and  α‐actinin,  and  different  signaling  molecules  which  regulate 
subsequent  cell  behavior  [38,  40,  44,  45].  Furthermore  the  anchorage  to  the  extracellular 
environment  via  integrins  allows  the  establishment  and  control  of  actomyosin‐driven 
contraction  forces along  the actin  cytoskeleton. The generation of  these  forces on  the ECM  is 
required for cell viability, differentiation as well as cell‐cell interactions and migration necessary 
for tissue organization [46, 47]. A schematic image of cell anchorage to a substrate via FAs and 
the major components of a focal adhesion structure and their interactions is shown in Figure 4.  
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Figure 4: Focal adhesion formation and structure.  
Upper image: Interactions between extracellular ECM proteins and integrin cell surface receptors mediate 
association with  the  actin network  and  lead  to  the  establishment of  intracellular  forces. Lower  image: 
Subsequent  to  the  initial  binding  of  integrins  to  the  ECM,  integrins  cluster  together,  recruit  different 
proteins  (e.g.  talin  and  vinculin)  and  bind  to  actin,  thereby  forming  complex  structures  called  focal 
adhesions (FAs). Image taken from reference [14]. 
 
 
The  process  of  cell‐matrix  adhesion  establishment  can  be  furthermore  divided  into  three 
consecutive  steps  each  displaying  an  adhesive  structure  of  specific  composition.  Focal 
complexes are  initial, small, transient matrix contacts that provide early cell attachment at the 
leading edge. If stabilized, focal complexes will subsequently mature into the already described 
prominent  structures  called  FAs. A major  factor  converting  focal  complexes  into  FAs  is  the 
establishment of actomyosin‐driven  intracellular  contractility which  leads  to  strengthening of 
the  integrin–actin  interactions [48‐50]. Not only the formation but also the stabilization of FAs 
requires  the  exertion  of  sustained  forces  [51].  Subsequently,  FAs  can  transition  to  fibrillar 
adhesions.  These  structures  evolve  by  tension‐driven  translocation  of  FAs  from  the  cell 
periphery to a more central location in many cell types [45]. 
 
The composition of  the  three adhesive structures differs concerning  the  recruited  integrins as 
well  as  the  proteins  assembled  on  the  cytosplasmic  site.  The major  differences  between  the 
structures are outlined in Table 2.  
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Table 2: Characteristic features of different types of cell‐ECM adhesions.  
Each  type of adhesion  is distinguished by a characteristic  location, morphology and specific molecular 
components  (markers).  Different  types  of  adhesion  have  differing  requirements  for  integrin  ligands 
(substrate). Table modified from references [38] and [36]. 
 
 
 
While  the  initial  adhesion  complexes  and  focal  adhesions  contain  both  51‐integrin  (bound 
primarily  to  FN)  and  v3‐integrin  (bound  primarily  to  VN)  the  development  of  fibrillar 
adhesions  involves directed  translocation of 51‐integrin out of  focal adhesions  [52]. Each of 
the different adhesive structures contains specific combinations of signaling proteins (e.g. focal 
adhesion kinase (FAK), vinculin, tensin and paxillin) which control further adhesion‐dependent 
processes.  The  activation  of  FAK  and  other  signaling  proteins  for  example,  is mediated  by 
phosphorylation  (FAK‐pY397)  [38,  44,  45].  The  recruitment  of  those  signaling  proteins  to  the 
adhesions  is  necessary  because  the  integrins  themselves  lack  an  intrinsic  enzymatic  activity 
[53‐56].  
 
Integrin‐mediated  signaling  pathways  can  regulate  transcription  factor  activity  and  thereby 
directly influence the subsequent cell behavior. In combination with mechanical signals derived 
from the process of adhesion (e.g. anchorage and intracellular force) these signaling pathways 
dictate the cellular fate by acting on the events of cell growth, motility, proliferation as well as 
function and differentiation [38, 40, 42]. 
 
Going  back  from  the  course  of  events  on  the molecular  level  to  the morphological  changes 
during  cell  adhesion,  Figure  5  shows  a  cell  (fibroblast)  contacting  an  adhesive  surface  from 
initial adhesion to cell spreading. 
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Figure 5: Characteristic morphological changes during adhesion of a fibroblast.  
The initial round shaped human foreskin fibroblast (A) starts to form protrusions (filopodia) on the RGD‐
functionalized glass substrate (B), which grow further and establish stable contacts to the surface (focal 
complexes,  focal  adhesions)  (C). Upon  adhesion  formation,  the  cell  flattens  on  the  surface,  a  process 
called “cell spreading” (see next paragraph). Image taken from reference [57]. 
 
 
2.3. Adhesion‐dependent cellular behavior 
2.3.1. Cell Morphology and Motility 
Subsequent  to  initial  cell‐matrix  interactions,  the  assembly  of  actin  stress  fibers  and  the 
generation of  intracellular tension  leads to changes  in cell morphology. Cells, which exhibited 
an  intrinsically  spheroid  shape  in  solution,  are  adapting  a more  and more  flat  shape while 
interacting with the substrate; a process called cell spreading (Figure 6). Cell spreading or more 
generally speaking,  the shape of a cell can regulate growth, differentiation, and even death  in 
some cell types [58‐61]  
 
 
Figure 6: Cell spreading.  
Cell  spreading  is  associated  with  the  assembly  of  focal  adhesions  (FAs)  and  depends  on  the  actin 
cytoskeleton and the intracellularly developed forces. Image modified from reference [11]. 
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Furthermore,  the same  factors, namely  integrin‐mediated adhesions and  their  interconnection 
with the actin cytoskeleton are also  involved  in the process of cell migration. To migrate, cells 
must acquire an asymmetry, meaning a polarized morphology with a clear distinction between 
cell  front  and  rear. Basically, migration  is  sustained  by  the development  of new  cell‐surface 
contacts and the continuous growth of actin filaments at the front, the leading edge of the cell, 
and the controlled retraction of adhesive contacts at the rear of the cell (Figure 7) [47, 62].  
 
The  process  is  initiated  by  extension  of  active  membrane  protrusions,  including  both 
lamellipodia and  filopodia, primarily around  the cell  front. Once cell–substratum attachments 
have developed at such membrane sites they remain fixed to the substratum as the cell moves 
forward  by  contractile  forces  generated  through  myosin  interactions  with  actin  filaments 
[63‐66].  
 
 
 
Figure 7: Cell migration.  
The diagram shows in a simplified way how cell attachment and detachment participate in cell motility. 
Protrusions are formed at the front of the cell which initiate connection to the actin cytoskeleton via focal 
adhesions (FAs) and force generation. Image modified from reference [11]. 
 
 
Thus,  the  degree  of motility  by migration  is  directly  influenced  by  the  nature  of  the  initial 
adhesion  to  the substrate;  it  is governed by  the strength and asymmetry of  the cell–substrate 
adhesion. 
 
2.3.2. Survival, proliferation and differentiation 
The binding of  integrin receptors to ECM  ligands furthermore regulates cell cycle progression 
and survival. Many cell types are anchorage‐depending, meaning that when they are cultured 
either  in  suspension  or  in  a non‐adhesive  environment, where  stable  interactions with ECM 
molecules are impossible, they will not proliferate. Even the presence of high concentrations of 
serum or growth factors in the surrounding medium does not help to overcome the arrest in the 
G0/G1  phase  of  the  cell  cycle  [39].  Cell  division  is  governed  by  the  characteristics  of  initial 
adhesion as well as by the subsequent reorganizations of the ECM by the cells [67]. 
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As a further consequence of not being anchored to an adhesive substrate cells can even undergo 
a  programmed  cell  death  (apoptosis)  [68,  69].  The  phenomenon  of  anchorage‐dependent 
apoptosis  is  called  “Anoikis”,  a Greek word meaning homelessness. The precise mechanism 
involved in Anoikis is not fully explored. Nevertheless the binding between different integrins 
and ECM proteins plays a major role  for  the  inhibition of  this process. Via  the recruitment of 
proteins  like FAK  to  the  adhesion  sites  and  consequent downstream  signaling processes  cell 
cycle progression is triggered and cells are rescued from apoptotic programs [39, 56]. 
 
The phenomenon of detachment‐induced cell death was initially described for endothelial cells 
and epithelial cells [68, 70]. Consequently, it was shown that nearly all cell types are susceptible 
to  apoptosis when deprived of  extracellular  signals, but  that  the degree of  sensitivity varies. 
Fibroblasts, which  are  the main  cell  types  applied  for  our  research,  are  known  to  show  an 
intermediate phenotype such that the presence of protein‐rich serum exerts a partial protective 
effect  when  cells  are  not  anchored  [71].  Under  these  conditions  non‐adherent  primary 
fibroblasts differ  from endothelial and epithelial cells  in  that  they arrest  in  the G0/G1 phase of 
the  cell  cycle and  reduce  their  rate of macromolecular  synthesis  instead of undergoing  rapid 
apoptosis  [72].  In  vivo  this  active  process  of  cell  death  is  of  physiological  relevance  for 
development, tissue homeostasis and disease [69, 73]. 
 
In addition to survival and proliferation, also the differentiation of stem cells  is dependent on 
and guided by cell‐matrix adhesions. Mesenchymal stem cells (MSCs) are multipotent cells that 
were  initially  isolated  from bone marrow and noted  for  their ability  to differentiate  into bone 
cells  (osteoblasts), cartilage cells  (chondrocytes), and  fat cells  (adipocytes)  [74, 75].  It has been 
shown that a round cell shape of MSCs promotes adipogenesis while cells with high spreading 
preferred  an  osteoblast  fate.  Myosin‐generated  cytoskeletal  tension  and  other  adhesion‐
mediated intracellular signaling cascades are important factor which control this switch [76‐78].  
 
Having outlined the role of cell‐ECM adhesions in the context of cell spreading, migration and 
survival it is also important to highlight that they have equally important roles in the creation 
and  organization  of  the  ECM.  Parallel  to  the  adhesion‐dependent  activities,  the  cellular 
surrounding  is subject to remodeling by many different cellular processes,  including secretion 
of new ECM proteins,  contraction  and  rearrangement of  fibrous ECM proteins, primarily by 
integrins  [79,  80]. As  an  example,  soluble  FN  is  assembled  into  fibrils  at  the  cell‐surface  via 
association to 5ß1‐integrin. More specifically, the translocation of 5ß1‐integrin out of FAs into 
fibrillar ECM adhesions  (see Figure 6)  initiates FN fibrillogenesis by stretching and unfolding 
the bound extracellular FN molecule, leading to the exposure of self‐association sites necessary 
for subsequent FN polymerization [52].  
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To  summarize  this paragraph Figure 8 demonstrates again  the main  intra‐ and  extra‐cellular 
constituent parts and driving forces of cell adhesion and subsequent processes. 
 
 
 
Figure 8: Cell adhesion‐dependent intra‐ and extracellular processes.  
The  image  summarizes  in  a  simplified way  the  event  of  cell  adhesion  and  the  subsequent  reactions 
described  in  this  paragraph.  Upon  ECM‐integrin  binding,  intracellular  forces  are  generated,  which 
stabilize  the  adhesion  and  lead  to  cytoskeletal  reorganization  (e.g.  spreading  and  migration).  The 
association of signaling proteins  to  the adhesion sites  induces signal propagation which  influences  the 
further  cell  behavior,  such  as  function,  proliferation  and  differentiation.  Additionally,  integrin‐ECM 
linkage  enables  force‐dependent  matrix  remodeling  (e.g.  FN  fibrillogenesis).  Image  modified  from 
reference [81]. 
 
 
Extensive research has documented that surface properties such as chemistry, charge, rigidity, 
and  topography  play  vital  roles  for  cell  adhesion,  spreading,  migration,  proliferation,  and 
differentiation on biomaterials. Therefore the next paragraph  is dedicated to shed  light on the 
surface characteristics which influence the overall cell response and the mechanisms by which 
this is possible. 
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3. How  are  the  cell  adhesion‐related  events  influenced  by  the 
substrate properties? 
While  in  tissue,  cells  are  anchored  to  proteins,  in  the  ECM  cell  attachment  to  biomaterial 
surfaces in vivo or in vitro is usually mediated by adhesive proteins which adsorb unspecifically 
from plasma or serum‐supplemented medium, respectively [16, 82]. With relevance especially 
for  in  vitro  studies  are  also  materials  which  are  decorated  with  specific  binding  sites  (e.g. 
immobilized FN or RGD peptides)  for cell adhesion guidance  [20, 21, 61, 83]. While  the  latter 
variant  of  cell  adhesion  induction  is  individually  tunable,  unspecific  protein  adsorption  is 
highly dependent on  the material’s chemical surface properties  [84]. The chemistry  influences 
the amount, type and accessibility of the adsorbed proteins, the so‐called “adsorption profile”. 
And based on  this adsorption profile cell adhesion and  the  subsequent cellular processes are 
taking place [85]. 
 
Besides  the  (chemical) surface characteristics which guide protein adsorption and  thereby  the 
display  of  adhesive  ligands  for  cell  interactions,  the main properties  of  a biomaterial, which 
influence cell adhesion and the subsequent cell behavior are its topography and its mechanical 
properties [86].  
 
3.1. Chemistry: Material‐dependent protein adsorption profile 
When approaching a material, proteins will often adsorb with large affinity to the surface as a 
consequence of an adsorption‐induced  favourable minimal  free energy of  the protein‐surface 
system [87‐90]. The process of adsorption can be divided into three steps [91]. The first step is 
the transport of molecules from the liquid to the vicinity of the surface. Subsequently, an initial 
attachment of the protein will occur, followed either by a detachment or by a relaxation process 
[92].  With  the  relaxation  process  which  often  comprises  of  conformational  changes  in  the 
proteins,  the  free  energy will be  lowered  even  further.  Interactions  are usually mediated via 
multiple electrostatic, hydrophobic, hydrogen bonding and Van der Waals interactions [93]. 
 
The time course of these events and the consequent amount and type of adsorbed proteins are 
influenced mainly by two components, the composition of the fluid (e.g. protein concentration) 
and the material’s chemical surface properties. At the interface both factors interplay to dictate 
the initial adsorption and also subsequent exchange. Typically, the amount of adsorbed proteins 
in relation to the concentration  in the fluid  increases sharply at  low solution concentrations of 
protein and levels off at higher protein concentrations approaching a limiting value, indicating 
a saturation of the surface [94]. 
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On  the  side  of  the  surface,  chemical  properties  such  as  different  functional  groups,  surface 
energy or wettabilty and surface treatments with charges influence the material‐protein and the 
consequent material‐cell interactions [86, 95, 96]. One of these factors, i.e. surface wettability, is 
extremely relevant concerning the experimental results presented in this thesis. Consequently, it 
will be  introduced briefly within  this paragraph  and will be discussed  in more detail  in  the 
respective  sections  of  Chapters  2,  3  and  4.  The  correlation  between  the  wettability,  initial 
protein adsorption and cell binding has been studied extensively [97‐100]. It is widely accepted 
that polymer surfaces with an  intermediate surface energy and a water contact angle of ~50 ° 
can  support  cell  attachment  and proliferation better  than  those with higher or  lower  surface 
wettabilities, because low protein binding will occur on more hydrophilic surfaces while more 
hydrophobic  surfaces  will  induce  adsorption  of  non‐adhesive  proteins  and  denaturing  of 
adhesive proteins [91, 101, 102].  
 
3.1.1. Competitive adsorption 
It  is not unlikely  that more  than one  type of protein  is present  in  the solution  interfacing  the 
material. This situation  is common  for all serum‐containing cell media as well as  for all body 
fluids. In contrast to the adsorption from single protein solutions, the outcome of a multiprotein 
adsorption  is determined by  the  sum  of  the  individual  interactions  of  each protein with  the 
surface, as well as by lateral protein–protein interactions [91].  
 
While usually a layer of one type of protein forms relatively fast, on a longer timescale this layer 
may  be  displaced  by  other  proteins,  typically  with  a  higher  molecular  weight.  This 
phenomenon  is  known  as  the  “Vroman  effect”  [103,  104].  The  physical  reason  behind  this 
exchange  is  the  fact  that  the  initially  adsorbed  layer  consists mainly  of  the  fastest  diffusing 
proteins which are not necessarily  the ones with  the highest affinity  for  the surface. Thus  for 
longer  times,  slower diffusing proteins with higher affinity  for  the  surface may arrive  in  the 
vicinity  of  the  surface  and  replace  the  already  adsorbed  proteins.  Therefore,  the  dominant 
adhesive ligand present on a surface may change over time due to exchange with other proteins 
in solution [37]. This effect  is most pronounced on hydrophilic surfaces on which proteins are 
typically less tightly bound [102, 105].  
 
Concerning  cell  adhesion  in  vitro  it has been  shown  that  among  the proteins  adsorbed  from 
serum VN  is  the major adhesive protein present on  the surfaces  [17, 106‐109]. VN can adsorb 
better  from  the mixture of proteins  in serum while FN  is  less good at competing  for binding 
sites compared to other proteins such as albumin [17, 106, 110]. The role of VN for cell adhesion, 
especially with  regard  to hydrophilic  surfaces, will  be  outlined  in Chapter  5  in more detail. 
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Additionally,  serum  contains  non‐adhesive  proteins  (e.g.  albumin)  that  compete  for  surface 
adsorption  sites  and hence  reduce  cell  attachment  especially on hydrophobic  surfaces where 
they bind more  tightly. Furthermore, as also described  for cell‐ECM  interactions  in vivo, cells 
may  rearrange proteins  in  their  surrounding and deposit own ECM  [16, 52]. Thus,  they may 
initially adhere to synthetic surfaces via proteins adsorbed from solution, such as VN, but they 
can rapidly degrade or reorganize this layer of adsorbed proteins [19].  
 
3.1.2. Conformational changes and biological activity 
In  addition  to  the  time‐dependent  adsorption  profile,  each  adsorbed  protein  can  undergo 
conformational  changes  to  increase  its  contact  area with  the  surface.  In  dependence  of  the 
nature of the interface these changes in the protein structure may be energetically favorable and 
drive  or  strengthen  adsorption  to  the  surface  [7,  91,  111].  The  degree  of  the  induced 
conformational  changes  varies  from  minor  modifications  of  the  secondary  structure  to 
unfolding of large domains [112]. The adsorption may even lead to denaturation of the protein. 
Generally,  higher  surface  hydrophobicity  is more  likely  to  induce  significant  change  in  the 
protein  conformation and  impair  the ability of  the protein  to  regain  its native  structure after 
desorption [105, 113]. 
 
These conformational changes  in  turn can  influence  the availability of cell‐binding site for  the 
recognition  by  integrin  receptors.  The  ECM  protein  FN,  for  example,  undergoes  a 
conformational  change  from a globular  structure  in  solution  to an  extended  structure on  the 
surface. These  structural  changes  involve  alterations  in  the  central  cell‐binding domain  thus 
affecting  functional activity and  integrin  interactions  [7, 114]. The degree and  reversibility of 
this process  is dependent on the surface wettability. Accordingly, FN adsorbed to hydrophilic 
surfaces was shown  to displays a more active adhesion‐mediating conformation compared  to 
FN  adsorbed  to  hydrophobic  surfaces  [16,  115]. Regarding  further  cellular  activities  such  as 
active  matrix  remodeling,  stronger  binding  affinities,  e.g.  between  FN  and  hydrophobic 
surfaces, may impede rearrangement and assembly of FN fibrillar structures [116]. 
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3.2. Topography 
Both,  cell  adhesion  as well  as  the  subsequent  behavior  is  not  only  governed  by  the  protein 
profile on the surface but also by the physical properties of the material. Topographical surface 
features such as grooves induce an according orientation in the growth direction of the cultured 
cells.  This  phenomenon  has  been  first  described  by  Harrison  in  1912  and  is  known  as 
topographical  or  “contact  guidance”  [117,  118].  Intensive  studies  of  this  phenomenon  have 
revealed  that  it can be  induced by various  topographical features  in a wide range of different 
cell types [119‐123]. Concerning the impact of groove patterns, the width, depth and spacing of 
the grooves all influence the orientation. Even features with sizes as small as 35 nm have been 
shown to induce cell alignment of fibroblasts [124]. 
 
In  addition  to  profound  differences  in  cytoskeletal  organization  and  in  the  location  of  FAs 
(Figure 9), also cell adhesion strength and levels of gene expression which regulate cell function 
were shown to be influenced by the topography of the underlying substrate [120, 125, 126]. 
 
 
 
Figure 9: Influence of substrate topography on cell morphology and focal adhesion location.  
SEM images and fluorescence micrographs (actin (red), vinculin (green) and the nucleus (blue)) of human 
corneal epithelial cells cultured on a line patterned (left) silicon oxide substrate with 70 nm wide ridges, 
on a 400 nm pitch  (SEM  image) and 1900 nm ridges on a 4000 nm pitch  (fluorescence  image) and on a 
smooth substrate (right). Images taken from reference [127].  
 
 
Although  the  effects  of  nano‐  and micropatterned  topography  on  cell  responses  have  been 
studied  extensively,  the mechanisms  behind  these  effects  are  still  not  satisfactorily  resolved. 
Theories are based on restricted actin polymerization, confined FA formation and preferential 
ECM protein adsorption and deposition.  
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Dunn and Heath proposed that the actin filaments in the protrusions (e.g. lamellipodia) of the 
cells  cannot  assemble  properly  when  bending  to  overcome  a  topographic  discontinuity. 
Therefore  the  dominant  direction  of  protrusion  formation  may  shift  to  the  unrestricted 
directions (e.g. along a ridge) [128]. This has been further supported by other studies [119, 129]. 
Not  only  actin  filaments  and  microtubules  but  also  FAs  have  been  found  to  align  along 
micrometer‐sized grooves and ridges in cells growing along the topographic features. Therefore, 
also  FA  formation  and  alignment  along  the  pattern  edges  have  been  proposed  to  play  an 
important  role  in  the  mechanism  of  contact  guidance  [130‐132].  However,  disagreeing 
observations  were  given  by  Walboomers  et  al.  showing  that  FAs  can  also  bend  around 
groove/ridge boundaries and do not necessarily  follow  the geometry of  the pattern as do  the 
actin filaments [121].  
 
With  regard  to  the  restricted  adhesion  of  cells  along  surface  patterns,  also  possible  non‐
uniformities in protein adsorption on the patterned substrates have been proposed to play a role 
in  contact guidance  [131,  133]. Topographic discontinuities  could display  local differences  in 
surface  energy/wettability  and  act  as  sites  of  preferred  protein  adsorption,  or  influence  the 
protein  conformation.  Yet,  different  studies  have  not  found  evidence  for  an  increased 
adsorption of adhesive proteins along the groove/ridge boundaries as the preliminary elicitors 
of  contact guidance  [15, 121, 134]. Nevertheless,  studies by Roach  et  al.  showed a  correlation 
between  the  structural  surface  properties  (curvature)  and  the  conformation  and  activity  of 
proteins  as demonstrated  in  Figure  10. Dependent  on  the protein morphology  (e.g.  globular 
albumin  or  rod‐like  fibrinogen),  surface  curvature  can  lead  to  denaturation  or  enhanced 
adsorption in the native conformation [135, 136]. 
 
 
 
Figure 10: Control of conformation and orientation of adsorbed proteins by surface curvature. 
Different  particles  were  applied  for  adsorption  studies,  ranging  from  those  presenting  high  surface 
curvature (r<20 nm) to those which the proteins molecules observe as pseudo‐flat (r>40 nm). High surface 
curvature was  found  to  stabilize  the  native  like  conformation  of  albumin  but  to  induce  a  denatured 
conformation of fibrinogen molecules. Image taken from reference [135]. 
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Not only geometrically defined micro‐ and nano‐patterns are known to influence cell adhesion 
behavior but also random surface roughness can have an impact on protein adsorption and cell 
adhesion  [136,  137]. Depending  on  the  shape  of  the  applied  proteins,  in  some  cases  rough 
surfaces were shown to lead to increasing amounts of adsorbed proteins [136]. 
 
The  influence  of  surface  topography  on  protein  adsorption  and  the  subsequent  adhesion 
behavior of cells will be further discussed in Chapter 2 and Chapters 4‐6. 
 
3.3. Elasticity 
In  recent  years  several  studies  revealed  that  besides  surface  topography  also  the materials‘ 
elasticity  is  yet  another  key  factor  driving  cell  responses  such  as  spreading, migration  and 
differentiation.  Several  cell  types,  including  epithelial  cells,  fibroblasts,  endothelial  cells,  and 
smooth muscle cells, have been reported to sense and to respond distinctly to soft versus stiff 
substrates [138, 139]. 
 
With the FAs developed at the cell‐surface interface the cells can exert contractional forces and 
thereby probe and interpret the deformability of the substrate [140]. A striking example occurs 
when cells cultured on thin silicon rubber substrates visibly wrinkle the substrates as a result of 
cell‐based contractional forces [141] (Figure 11). The ECM’s ability to resist these forces appears 
to  be  a  critical  factor  in  controlling  cell  shape, which  can  regulate  the  balance  between  cell 
growth, differentiation, and death in some cell types [58‐61]. A relatively stiff matrix can resist 
cellular forces more than a soft one and therefore substrates that are stiff will generally promote 
maximal  cell  spreading. Accordingly,  stiff  substrates drive  the  formation  of  FAs  and  induce 
cytoskeleton assembly with stress fiber formation. In contrast, cells on very soft gels tend to be 
rounder  and  less  spread,  exhibiting  few  stable  FAs  and  a more  diffuse  and  less  organized 
cytoskeleton [48]. 
 
Nevertheless  the described elasticity‐dependent phenotypes are prominent  for such cell  types 
as fibroblasts, myoblasts and osteoblasts [142]. Neurons, for example, show an enhanced axon 
branching activity on very soft substrates [143, 144]. In general, each cell type shows an optimal 
behavior on substrates with elasticities comparable to those encountered in the respective tissue 
in  vivo.  These  findings  were  underlined  by  studies  showing  that  mesenchymal  stem  cells 
differentiated in an elasticity‐dependent manner. Soft matrices with an elasticity mimicking that 
of brain were inducing the production of neurogenic markers, while stiffer matrices that mimic 
muscle  were  myogenic,  and  comparatively  rigid  matrices  that  mimic  collageneous  bone 
induced an osteogenic phenotye [139]. 
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Figure 11: Mechano‐probing and morphological response to substrates with different elasticity. 
Left: Chick heart fibroblasts which have visibly wrinkled the silicon rubber substrate upon which they are 
crawling by applying contractility via their focal adhesions. Image taken from reference [141]. Right: NIH 
3T3  fibroblast on soft and stiff FN‐coated polyacrylamide gels. Cells on stiff gels are  less  rounded and 
more able to extend protrusions(lamellipodia, filopodia) than cells on softer gels. Fluorescence images of 
fibroblasts stained for F‐actin show articulated stress fibers in cells on stiff gels, but not on soft gel [145]. 
 
 
By the use of gradient compliant gels, it has also been shown that fibroblast migrate towards the 
stiffer  region  of  the  substrate,  consequently  generating  stronger  traction  forces  on  the  stiffer 
areas,  a phenomenon  called  “durotaxis”  [146,  147]. Forces  are not only  transmitted  from  the 
cells to the ECM but also externally applied mechanical forces can be transduced directly from 
the ECM to the cytoskeleton [41]. Ingber et al. showed that an external mechanical pulling on a 
cell can lead to changes in cytoskeletal assembly and organization [58, 148]. Thus, cells can react 
to internally generated or externally applied forces via bidirectional integrin‐mediated physical 
linkages [38, 149]. 
 
The process of converting physical forces into biochemical signals and integrating these signals 
into  the cellular responses  is referred  to as “mechanotransduction”. Numerous molecules and 
sub‐cellular structures have been shown to mediate force sensation and the subsequent signal 
conversion  [148]. For example,  the stronger mechanical  feedback perceived by  the cells when 
“pulling”  on  stiff  substrates  may  lead  to  the  activation  of  stress‐sensitive  ion  channels  or 
conformational changes of other  tension‐sensitive proteins  [150]. These responses  in  turn may 
regulate the extent of other adhesion‐dependent signaling events (e.g. via FAK), the stability of 
FAs, and the strength of contractile forces [48]. 
 
Topographic patterns as well as stiffness variations of the substrates can overrule the chemical 
surface characteristics to a certain extent. On very soft substrates, for example, hardly any cell 
spreading occurs regardless of surface functionalization with cell adhesive ligands [151] and on 
samples with cell adhesive  (FN) patterns perpendicular  to  topographic patterns  it was  found 
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that  the  cells  predominantly  aligned  along  the  topography  [152].  Still  the  interplay  of  the 
different surface characteristics and their influence on the behavior of different cell types is far 
from being completely understood. 
 
The  first  part  of  the  thesis  reports  on  studies  applying  two  different  polymeric  materials, 
focusing on the influence of surface wettability (Chapters 2 and 3), topography (Chapters 2 and 
4‐6)  and  elasticity  (Chapter  6)  on  the  behavior  of  a murine  fibroblast  cell  line  and  primary 
human fibroblasts. By systematic variations of the respective substrate properties we aimed to 
get further insight into their independent and synergistic influence on cell adhesion events. In 
the  second part of  the  thesis  (Chapters 7‐9)  the perspective of  looking at  the  cell‐biomaterial 
interactions in dependence of the materials’ chemical and physical properties has been taken to 
the third dimension. Here spreading, proliferation and migration of fibroblast cultured inside of 
topographically and mechanically tunable 3D hydrogel matrices are described. 
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Investigation of a hydrophobic fluoropolymer as a     
patternable biomaterial for cell culture and tissue     
engineering  
 
Within  this Chapter,  the  systematic  study of a perfluoropolyether  (PFPE)‐
based elastomer as a new biomaterial is presented. Besides its excellent long‐
term  stability  and  inertness,  PFPE  can  be  decorated  with  topographical 
surface structures by replica molding. Micrometer‐sized pillar structures led 
to considerably different cell morphology of fibroblasts. Although PFPE is a 
very hydrophobic material we  could  show  that PFPE  substrates allow  cell 
adhesion and spreading of primary human dermal  fibroblasts  (HDFs) very 
similar  to  that observed on standard cell culture substrates. Less advanced 
cell  spreading  was  observed  for  L929  (murine  fibroblast  cell  line)  cells 
during  the  first  5  h  in  culture  which  was  accompanied  by  retarded 
recruitment  of v3‐integrin  into  focal  adhesions  (FAs). After  24 h distinct 
FAs were evident also  in L929 cells on PFPE. Furthermore, organization of 
soluble  fibronectin  into  a  fibrillar  network  was  shown.  Based  on  these 
results  PFPE  is  believed  to  be  a  suitable  substrate  for  several  biological 
applications: It is an ideal cell culture substrate for fundamental research of 
substrate‐independent adhesion signaling due to its different characteristics 
(e.g. wettability, elasticity)  compared  to glass or  tissue  culture polystyrene 
(TCPS).  Furthermore,  it  could  be  a promising  implant material,  especially 
due to its straightforward patternability, which is a tool to direct cell growth 
and differentiation. The additional experiments with human macrophages, 
which  are  partly  summarized  in  the  Appendix,  further  highlight  the 
suitability of PFPE as a patternable cell culture substrate.* 
                                                     
 
 
* This Chapter presents the combined contents of two publications: 
  Schulte, V. A. et al. Biomaterials 2010, 31, 8583‐95. 
Bartneck, M.; Schulte, V. A. et al. Acta Biomater. 2010, 6, 3864‐72. 
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1. Introduction 
Perfluoropolyethers  (PFPEs)  are  characterized  amongst  other  things  by  chemical  inertness, 
solvent and high temperature resistance, low friction coefficient, hydrophobicity, lipophobicity 
and in particular very low surface energy [1]. Due to these diverse characteristics, the scope of 
possible applications  for PFPE  is very broad. Besides  the well known usage of PFPE  fluids as 
lubricants,  they  can  be  employed  as  moldable  materials  in  soft  lithography  [2‐5]  or  in 
microfluidics [6]. In the biomedical field a PFPE‐based material has so far only been used as a 
substrate  for  the  fabrication  of  corneal  implants  [7‐9].  Biocompatibility  and  long‐term 
biostability have been shown during animal tests and Phase 1 clinical trials [10]. Nevertheless, 
in  some  cases  in  order  to  support  cell  growth,  the  surface wettability  of  the  applied  PFPE 
material was purposely increased, e.g. by copolymerizing a zwitterionic monomer [11]. 
 
Other  fluoropolymers  such  as  poly(vinylidene  fluoride)  (PVDF)  or  poly(tetrafluoroethylene) 
(PTFE, Teflon®) are already commonly used  in clinical applications (e.g. suture material, vein 
grafts).  PVDF  is  a  commercially  available,  partially  fluorinated  homopolymer  and  shows 
excellent biocompatibility for many cell types [12‐14]. While PVDF is a moderately hydrophobic 
material, with a water contact angle of approximately 81 °, PFPE with a water contact angle of 
110±2  °  displays  a much  higher  hydrophobicity.  This  high water  contact  angle  and  the  low 
surface  energy  of  the  PFPE‐based  material  are  due  to  the  high  fluorine  content  of  the 
perfluorinated polymer:  the chemical groups at  the surface constitute of  ‐CF2‐ and  ‐O‐, which 
are  presumably  not  or much  less  available  for H‐bonding  than  surface  chemical  groups  in 
hydrogenated  analogues.  Hence,  surface  chemistry  and  wettability  are  interconnected 
properties because  it  is the hydrogen bonding of water to surface functional groups that most 
profoundly influences wettability (see, as examples references [15, 16]).  
 
Generally the in vivo biocompatibility and in vitro cytocompatibility of a material is dependent 
on the amount, type and accessibility of adsorbed proteins, the so‐called “adsorption profile”. 
Based on this adsorption profile cell adhesion and the subsequent cellular processes are taking 
place  [17,  18].  Protein  adsorption  is  a  highly  complex  process which  is  determined  by  the 
material  surface  properties  and  the  relative  protein  concentrations  in  the  solution. After  an 
initial, fast, rather concentration‐dependent adsorption, the adsorption rate decreases in relation 
to  the  number  of  available  binding  sites  becoming  progressively  more  dependent  on  the 
protein–surface affinity; the protein layer is subject to competitive exchange and reorganization 
[19, 20]. Surface properties such as the surface wettability as well as the display of functional, 
polar and charged groups are key mediators of the protein‐material affinity (see reference [21] 
for review).  
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On  less wettable materials,  the  hydrophobic  interactions  are  generally  stronger, which  often 
leads  to a significant change  in  the protein conformation  (secondary structure rearrangement) 
on  the  surface,  which  can  be  considered  as  denaturation  of  the  protein.  The  appropriate 
availability of specific binding sites of adhesion‐mediating proteins such as fibronectin (FN) and 
vitronectin  (VN)  for  the  cells’  surface  receptors  (integrins)  can  thereby be negatively affected 
[22,  23].  For  example,  it was  shown  that, whereas  the  amount  of  FN  adsorbed  to  substrates 
displaying  different  chemical  groups  at  their  surfaces  (self‐assembled  monolayers,  SAMs) 
surfaces followed the trend NH3+ > CH3 > COO‐ > OH, on the latter surface the protein retained 
the highest binding activity while the CH3‐terminated SAM surface induced the greatest degree 
of  conformational  change  [22,  24]. Consequently,  the  following  trend  of  cell  adhesion  (focal 
adhesion  (FA)  assembly  and  α5β1  expression): OH  > NH2  = COOH  > CH3 was  found  [25].  In 
addition, on more hydrophobic surfaces  the most abundant serum protein albumin and other 
non‐adhesive proteins are less frequently displaced by adhesion‐mediating proteins (e.g. VN or 
FN) due  to  irreversible adsorption  [26, 27]. As a  consequence  cell adhesion and  spreading  is 
often observed to be delayed and less pronounced on hydrophobic materials [28]. Nevertheless, 
certain  cell  types,  such  as  macrophages,  are  predominantly  cultured  on  very  hydrophobic 
substrates (e.g. Teflon®) as those materials prevent inflammatory activation of the cells [29].  
 
We present here the systematic study of a pure PFPE‐based elastomeric material for cell culture 
applications. Substrates made out of the PFPE‐based biomaterial are prepared by UV‐initiated 
radical crosslinking via methacrylate end‐groups, which  results  in a densely crosslinked bulk 
material.  Very  smooth  PFPE  substrates  are  prepared  by  casting  the  prepolymer  against  a 
smooth (silicon) surface. Unlike the non‐deformable, stiff cell culture substrate TCPS, PFPE is an 
elastomeric material with a Young’s modulus of ~ 2 MPa [30]. As correlations between substrate 
stiffness and  cell  reactions have only been  found  in  the Pa  to kPa  range we assume  that  the 
elasticity difference of PFPE compared to TCPS has no significant effect on cell behavior [31, 32]. 
 
Another aspect with extremely high  relevance  for cell‐biomaterial  interactions  in general and 
therefore  essential  for  the  successful design  of  tissue  engineering  constructs  is  the material’s 
surface  topography. It has been known for almost 100 years  that cells respond  to topographic 
cues [33]. Not only cell morphology, size and migration can be determined by substrate nano‐ 
or microtopography, also proliferation,  the protein expression profile and even differentiation 
of stem cells were shown to directly correlate with the displayed surface structures [34, 35]. In 
addition,  we  have  recently  shown  that  μm‐sized  patterns  can  induce  cell  adhesion  to 
intrinsically non‐adhesive substrates [36] (see Chapter 4). Eventually, we have also shown that 
the  inflammatory  response  of  primary  human  macrophages  could  be  altered  by  defined 
micrometer surface structures [37] (see Appendix to this Chapter).  
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By virtue of  fabricating PFPE substrates by crosslinking of  liquid prepolymers  the material  is 
easily  patternable.  Topographic  surface  structures  can  be  introduced  by  soft  lithography 
techniques such as  (nano)imprinting or  replica molding. Transfer of patterns  from structured 
silicon masters  to PFPE  samples can be  reproduced down  to nanometer  sizes  [3, 38, 39]. The 
possibility of straightforward patterning is a unique advantage of PFPE, especially compared to 
other fluoropolymers such as PVDF and PTFE.  
 
The  aim  of  this  study  is  to  show  the  great  potential  of  PFPE  as  a  new material  for  several 
biological  applications. On  the  one  hand we  test  its  applicability  as  an  in  vitro  cell  culture 
material in comparison with standard cell culture substrates such as TCPS. On the other hand 
we  analyze  it  with  regards  to  possible  biomedical  applications  by  comparing  PFPE  to  an 
already  established  fluor‐containing  biomaterial,  PVDF.  A  systematic  study  of  the  in  vitro 
cytocompatibility  of  the  PFPE‐based  substrates  is  presented.  Cytocompatibility  generally 
comprises  non‐cytotoxicity  and  the  overall  cell  response  to  the  material.  Cytotoxicity  is 
concerned mainly with leaching of chemicals from the material, which are toxic to cells cultured 
on the material (direct cytotoxicity) or to cell cultured on standard surfaces under the influence 
of  conditioned  medium  (indirect  cytotoxicity).  Further  aspects  of  material‐dependent  cell 
behavior which  are  relevant  for  the  evaluation  of  the  in  vitro  cytocompatibility  are  amongst 
others,  cell  adhesion,  spreading  (morphology),  proliferation,  apoptosis  and  intracellular 
changes in gene expression or protein synthesis.  
 
We  evaluate  the  adhesion  behavior  of  primary  human  dermal  fibroblasts  (HDFs)  and  two 
murine fibroblast cell lines (NIH L929 and NIH 3T3). L929 cells are well accepted for standard 
cytocompatibility  experiments, while  primary  cells’  responses  in  vitro  resemble more  closely 
those  in  the natural environment  (in vivo). Besides quantitatively analyzing cell adhesion and 
morphology  as  important  aspects  of  cytocompatibility, we  study  FN  fibrillogenesis  and  the 
formation of adhesion sites  in more detail. The  involvement of different  integrin  receptors  in 
initial  cell  adhesion  is  analyzed  using  3T3  fibroblasts  expressing  3‐GFP‐integrin  [40].  In 
addition we highlight  the unique advantage of  the material  ‐the  straightforward  topographic 
patterning‐  by  presenting  the  influence  of  surface  topography  on  cell  adhesion  and 
morphology. 
 
In  the  Appendix,  the  applicability  of  PFPE  as  a  biomaterial  is  further  highlighted  by 
summarizing the results of our study concerning the morphological and inflammatory response 
of human macrophages to PFPE substrates with different surface topographies. Full details can 
be found in reference [37]. 
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2. Materials and methods 
2.1. Material fabrication and characterization 
2.1.1. Fabrication of smooth and micropatterned PFPE substrates 
The PFPE diol (hydroxyl‐terminated, linear perfluoropolyether) was kindly provided by Solvay 
Solexis  (Milan,  Italy). The  functionalisation of  the PFPE diol with methacrylate end‐groups  to 
yield  the  crosslinkable  perfluoropolyether  dimethacrylate  (PFPE  DMA)  was  performed 
according to a procedure adapted from Lensen et al. [39].  
 
Micro‐patterning of PFPE was achieved by replica molding from silicon masters. The masters, 
exhibiting μm‐sized structures (round holes and  lines) on  their surfaces were purchased from 
Amo GmbH, Aachen, Germany.  
 
The UV‐curable PFPE mixture was prepared by dissolving 1 g of PFPE DMA dissolved in 0.5 ml 
of Freon  (Merck, Darmstadt, Germany)  in  the presence of  10 mg  (1 wt%) of benzoin methyl 
ether as a photoinitiator (PI). After homogenization, the solvent was evaporated under a mild 
stream of nitrogen.   For  the  fabrication of  substrates, a droplet of  the PFPE  (app. 15  μl) was 
dispensed on a silicon master, a cover glass (diameter: 12 mm) was placed on top and samples 
were cured with UV‐light ( = 365 nm; ~1.20 mW/cm2) under a nitrogen atmosphere for 30 min. 
After curing, the (~ 50 μm thick) PFPE films were peeled from the master and the glass. To clean 
the substrates from possible, residual photoinitiator  they were extracted by methanol for 48 h 
(change  of  solvent  after  24  h)  and  afterwards  placed  in  24‐well  suspension  culture  plates 
(Greiner Bio‐One, Frickenhausen, Germany). Prior  to  the cell culture experiments  the samples 
were  rinsed  three  times with  sterile water  and Dulbecco’s  phosphate  buffered  saline  (PBS) 
(PAA, Cölbe, Germany). 
 
2.1.2. Preparation of PVDF substrates 
PVDF foils (thickness: 0.05 mm) were purchased from GoodFellow (Bad Nauheim, Germany). 
Samples with  a diameter of  12  μm were punched out  and  transferred  to  24‐well  suspension 
culture plates. Prior  to  the cell culture experiments  the samples were  rinsed  three  times with 
sterile water and subsequently three times with sterile PBS. 
 
As a reference material for the biocompatibility and quantification assays 96‐well TCPS plates 
(Greiner BioOne, Frickenhausen, Germany) were used;  for  light and  fluorescence microscopy 
μm‐slides with tissue culture treated surface (ibiTreat) from ibidi (Martinsried, Germany) were 
applied.  
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2.1.3. Curing kinetics 
The curing kinetics of  the UV‐induced radical crosslinking of PFPE were analyzed by Raman 
spectroscopy.  The  amount  of  C=C  bonds  left  after UV‐exposure was  detected. One  droplet 
(25 μl) of  the viscous PFPE prepolymers was placed  in a round cavity on an aluminium plate 
and was  subsequently  exposed  to  365  nm UV‐light  for  a  certain  period.  Immediately  after 
curing the plate was clamped in an FT Raman spectroscope RFS 100/S (Bruker Optics, Ettlingen, 
Germany)  and  illuminated with  an  incident  radiation  (1064  nm,  600 mV, ND:  YAG  laser). 
Values derived were compared to a control sample which was not exposed to UV‐light before 
spectroscopy.  
 
2.1.4. Surface analysis 
Contact  angle measurements were  performed  on  a Krüss G2  goniometer. Droplets  of water 
(5 μl) were deposited on the surfaces of samples by the goniometer’s syringe. The contour of the 
droplets was captured by a digital camera. The software associated with  the goniometer was 
used  to calculate  the average value of  the contact angle measurements (at  least 3 droplets per 
sample).  
 
The  surface  roughness  of  the  different  materials  has  been  determined  by  Atomic  Force 
Microscopy  (AFM).  For  the  measurements  a  Digital  Instruments  Multimode  AFM  with 
Nanoscope  IIIa  Controller  (Veeco  Instruments,  Santa  Barbara,  USA)  was  used.  The 
measurements were  done  in  Tapping Mode with Non‐Contact‐Mode‐Cantilevers,  type  PPP‐
SEIH,  from  NanosensorsTM  (Nanosensors,  Neuchatel,  Switzerland).  The  cantilevers  have  a 
typical force constant of 15 N/m and a resonance‐frequency of 130 kHz. Data analysis was done 
with Nanoscope software version 5.12r5. Areas measured were sized 5 μm x 5 μm. 
 
2.1.5. Protein adsorption studies 
For protein adsorption studies solutions of bovine VN (5 μg/ml) and bovine FN (50 μg/ml)  in 
PBS were prepared.  Fetal  bovine  serum  (FBS) was  applied with  or without dilution  in PBS. 
Polymer samples were placed in 48‐well plates and incubated with 150 μl protein solution for 
30 min at 37 °C. Subsequently the protein solution was exchanged for PBS. After blocking with 
1 % BSA in PBS (PBSA), samples were stained for 60 min with primary antibodies: anti‐bovine 
FN antibody from rabbit (1:200 in PBSA) (mdbioscience, Zurich, Switzerland) or anti‐bovine VN 
from mouse  (1:200  in PBSA)  (LiveSpan Bioscience, Seattle, USA). Subsequently  samples were 
incubated with secondary antibodies for 45 min: fluorescein‐conjugated goat anti‐mouse (1:100 
in PBSA) and rhodamine‐conjugated goat anti‐rabbit  (1:200  in PBSA)  (Chemicon, Schwalbach, 
Germany), respectively. 
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2.2. In vitro cytocompatibility assessment 
2.2.1. Fibroblast cell culture 
Mouse connective tissue fibroblast cell line NIH L929 (DMSZ, Braunschweig, Germany), human 
dermal  fibroblasts  (HDFs,  passages  3‐7)  (kindly  provided  by  Y.  Marquardt,  Institute  for 
Dermatology, University Hospital Aachen, Germany) and NIH 3T3  fibroblasts expressing 3–
GFP‐integrins  [40]  (kindly provided by B. Wehrle‐Haller, University of Geneva, Switzerland) 
were used for the cell experiments. L929 cells were cultured in RPMI‐1460; HDFs and 3T3 cells 
in DMEM medium at 37 °C  in a 5 % CO2 supplied  incubator. Both media were supplemented 
with  10 %  FBS  and  1 % penicillin/streptomycin. Culture medium was  exchanged  every  two 
days. Cells were  harvested with  0.25 %  trypsin/EDTA.  For  the  cultivation  experiments with 
L929  and  3T3  cells  50,000  cells/ml  and  for  experiments  with  HDFs  25,000  cells/ml  of  the 
corresponding medium were used (all reagents purchased from PAA, Cölbe, Germany). 
 
2.2.2. Membrane integrity test  
The viability of L929 cells  that have been  in contact with  the PFPE substrates or with extract 
medium  was  assessed  with  CytoTox‐OneTM  Homogeneous  Membrane  Integrity  Assay 
(Promega, Mannheim, Germany). This  test, which measures  the  lactate dehydrogenase  (LDH) 
released into the culture medium, was carried out according to protocol. For the direct test, cells 
were  cultured  on  PFPE  substrates.  For  the  indirect  test,  a  confluent  cell  layer  on  TCPS was 
covered with medium, which had beforehand been incubated with a polymer sample for 48 h at 
37 °C. Viability was assayed 24 h after addition of the incubated medium. 
 
2.2.3. Quantitative cell assay 
The number of adherent L929 cells on PFPE, TCPS and PVDF was analyzed after 2 h, 5 h and 
24 h in culture using a commercially available Cell Quanti‐BlueTM Assay Kit (BioAssay Systems, 
Hayward, USA) according  to  the manufacturer’s  instructions. Briefly, after  the correspondent 
incubation  time, culture medium was removed;  the cells were rinsed with PBS and  incubated 
for  3  h  with  RPMI  medium  containing  10  %  Cell  Quanti‐BlueTM  reagent.  Subsequently 
fluorescence intensity was measured (excitation at 553 nm and emission at 590 nm). 
 
2.2.4. Immunological staining 
For  immunological  staining  cells  were  fixed  in  4.0  %  formaldehyde  at  pH  7  (Carl  Roth, 
Karlsruhe, Germany), permeabilized with 0.1 % Triton X‐100 (Sigma‐Aldrich Chemie, Munich, 
Germany)  and  blocked  in  1 %  PBSA.  Samples were  incubated with  anti‐51‐integrin,  clone 
BMC5  (1:100  in PBSA)  (Millipore)  or  anti‐bovine  FN  (1:200  in PBSA)  (mdbioscience)  for  1 h 
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followed by Cy3‐ or rhodamine‐conjugated secondary antibody (Chemicon) incubation for 1 h. 
To visualize cell morphology (simultaneously) with antibody staining, cells were  labeled with 
tetramethylrhodamine isothiocyanate‐conjugated phalloidin (rhodamine phalloidin) (1:500) for 
30‐45 min,  eventually  followed  by DNA  staining with  4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole  (DAPI) 
(1:1000) for 5 min (Chemicon). 
 
2.2.5. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and  spreading were monitored by  light microscopy with an  inverted Axiovert 
100A Imaging microscope (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). For fluorescence microscopy Axio 
Observer  Z1,  equipped  with  an  ApoTome  system  was  used  to  achieve  optical  sectioning 
through  the  fluorescent  sample. Pictures were  taken using an AxioCam MRm digital  camera 
and  analyzed  using  the  AxioVisionV4.6./V4.7  software  package  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany). 
 
2.2.6. Field emission scanning electron microscopy (FESEM) 
After a defined  time of  incubation,  the substrates with adherent cells were rinsed  three  times 
with PBS and fixed with 4.0 % formaldehyde for at least 30 min and dehydrated by incubating 
consecutively  in  50 %,  70 %,  90 %,  and  100 %  ethanol.  Samples were  observed  by  a  field 
emission  scanning  electron microscope  (FESEM; S‐4800, Hitachi, Krefeld, Germany) using an 
accelerating voltage of 1.0 kV and a working distance of 8 mm. 
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3. Results 
3.1. Preparation and characterization of PFPE substrates  
Substrates  made  out  of  the  PFPE‐based  polymer  are  prepared  by  UV‐initiated  radical 
crosslinking  via  methacrylate  end‐groups  (Figure  1a),  which  results  in  crosslinked  bulk 
material. The curing kinetics obtained by Raman spectroscopy (Figure 1b) show a fast reaction 
profile. Already after 30 seconds more than 90 % of the C‐C double bonds of the methacrylate 
end‐groups had been consumed. After 30 min only 0.6 % of unreacted end‐groups were  left. 
Based on these observations it was decided to apply 30 min of UV‐irradiation to the samples in 
order to ensure virtually complete crosslinking.  
 
 
 
Figure 1: PFPE curing kinetics.  
(a)  Reaction  scheme  of  PFPE DMA  crosslinking  (UV‐curing).  (b) Kinetics  of  the UV‐initiated  radical 
crosslinking  of  PFPE  DMA  via  the  methacrylate  end‐groups  as  followed  by  Raman  spectroscopy 
(consumption of double bonds with time). 
 
 
The  surface  characterization  of  smooth  PFPE  samples  was  carried  out  by  contact  angle 
measurements and AFM. First of all, the water contact angle of the cured material was found to 
be 110±2 °. Water contact angles were also measured after substrate extraction with methanol 
and sterilization, and a difference of maximally 2 ° was observed. Therefore it is safe to assume 
that the cleaning procedure does not alter the surface characteristics in any significant way.  
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The surface free energy was earlier determined to be 17.3 mN/m, which  is considerably  lower 
than  that  on PVDF  and TCPS  (i.e.  31.0  and  38.8 mN/m,  respectively)  [41]. The  roughness  of 
PFPE  substrates which were  fabricated  by  casting  the  prepolymer  against  a  smooth  silicon 
master was determined by AFM  to be 0.55±0.1 nm  [38]. The  surface  roughness of PVDF was 
measured to be 3.2±0.7 nm and that of the TCPS used ranges between 1 and 3 nm, according to 
the manufacturer’s  specifications.  The  PFPE‐based  polymer  is  an  elastomer with  a  thermal 
transition  reported  to be much  lower  than  room  temperature,  i.e. Tg=‐110°  to  ‐120°C, which 
means  that  the  polymer  is  not  crystalline  but  rather  amorphous  at  ambient  and  cell  culture 
temperature  [6, 42]. The elastic modulus of PFPE substrates was measured  to be 1.8±0.3 MPa 
[30]. The TCPS used as  reference materials  in  the cell experiments had an elastic modulus of 
1 GPa  and  the  PVDF  foils  a  modulus  of  1–3  GPa  according  to  the  manufacturer’s 
specifications.  
 
3.2. Cytocompatibility tests of PFPE 
The PFPE‐based material that is applied in our studies with this particular composition has not 
yet been  tested  for  its  in vitro cytocompatibility. Cell viability, cell adhesion and morphology, 
integrin expression and FN fibrillogenesis were assessed in detail.  
 
3.2.1. Cytotoxicity 
The  impact of  the material on  the viability of L929  fibroblasts was  tested  in both direct  and 
indirect cell tests. Cell membrane integrity as an important indicator for cell viability was tested 
with a commercially available enzymatic assay. Values were derived  from comparison with a 
control sample of mortalized cells (incubation with DMSO), which was set to 100 % cytotoxicity. 
The percentage of dead cells after 24 h in the direct cell test on PFPE gave with a value of 2 % an 
even better result than the standard cell culture material TCPS (3 %). Also the indirect test with 
extracted medium showed a  low value of maximally 7 % cytotoxicity  for  the PFPE  incubated 
medium. 
 
 
 
 
 
 
 
 
   51
3.2.2. Fibroblast adhesion to PFPE 
Smooth PFPE  substrates were  applied  for  cell  experiments with  a murine  fibroblast  cell  line 
(L929). Adherent  cells were quantified after 2 h, 5 h and 24 h  in  culture with a  fluorometric 
resazurin‐based  assay. Derived  values were  compared  to  the  standard  cell  culture  substrate 
TCPS (100 %). In addition, cell quantification was carried out on commercially available PVDF 
foils. 
 
 
 
Figure 2: Quantitative cell adhesion study on PFPE, PVDF and TCPS. 
L929 fibroblasts were cultivated on smooth PFPE substrates (white), TCPS well plates (grey) and PVDF 
foils  (dark grey). Metabolic  activity was measured by  a  resazurin‐based  assay  at different  time points 
(2 h, 5 h, 24 h) after initial cell seeding. Values derived for TCPS were set to 100 %. 
 
 
As shown  in Figure 2,  the number of cells on PFPE was with 97 % and 95 % slightly, yet not 
significantly (p>0.05) smaller compared to TCPS considering the early time points 2 h and 5 h 
after cell seeding. After 24 h in culture no difference in number of cells between PFPE and TCPS 
could be detected anymore. In contrast, the number of fibroblasts on PVDF was with 88 %, 94 % 
and  94  %  significantly  (p<0.05)  smaller  compared  to  PFPE  and  TCPS  at  all  considered 
incubation times.  
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3.2.3. Fibroblast morphology on PFPE 
Cell morphology of L929  fibroblasts  (Figure 3) and HDFs  (Figure 5) was documented via  live 
imaging after 2 h, 5 h and 24 h in culture. Subsequently, cells were fixed and stained to visualize 
the actin cytoskeleton and the cell nucleus (Figure 4 and 5).  
 
 
 
Figure 3: Morphology of L929 cells on PFPE, PVDF and TCPS. 
L929 were cultivated on smooth PFPE substrates, TCPS well plates and PVDF foils. Cell morphology was 
monitored by light microscopy at different time points (2 h, 5 h, 24 h) after initial cell seeding.  
 
 
L929  fibroblasts were able  to adhere and spread on PFPE  in a way comparable  to  that on  the 
TCPS control. At  the 2 h  time point a slight difference could be observed, as cell cultured on 
TCPS already exhibited a flatter morphology. After 24 h cells on PFPE appeared fully spread. In 
contrast, cells on PVDF were more retarded concerning cell spreading at all time points. 
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Figure 4: Morphology and size of L929 cells on PFPE, PVDF and TCPS. 
L929 were cultivated on smooth PFPE substrates, TCPS well plates and PVDF foils. Fluorescence images 
of  phalloidin  and DAPI  staining  after  24  h  are  shown.  The  size  of  L929  cells  after  24  h  as manually 
determined from the fluorescence images. 
 
 
Staining  of  the  actin  cytoskeleton  proved  stress  fiber  formation  after  24  h  on  all  substrates 
(Figure 4). Nevertheless, calculations of the average cell radius showed that cells on PFPE were 
with a radius of 12.1 μm significantly (p<0.01) smaller than the cells on TCPS with an average 
radius of 14.9 μm.  In comparison, cells on PVDF were significantly  less spread  than  those on 
TCPS and PFPE and obtained an average radius of only 9.8 μm (p<0.01).  
 
HDFs also showed a slightly retarded spreading on PFPE compared  to TCPS  for  the 2 h  time 
point, but after 5 h the difference had leveled out completely (Figure 5). On PVDF HDFs were 
less spread after 2 h and 5 h compared to the two other materials. Nevertheless, after 24 h cell 
size and cell morphology was very similar on PFPE, TCPS and PVDF substrates; all cells had a 
well  spread  shape.  This  observation  was  confirmed  by  F‐actin  staining  with  fluorescent 
phalloidin. HDFs showed comparable structures of the actin network for all three substrates.  
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Figure 5: Morphology of HDF cells on PFPE, PVDF and TCPS. 
HDFs were cultivated on smooth PFPE substrates, TCPS well plates and PVDF  foils. Cell morphology 
was monitored  by  light microscopy  at  different  time  points  (2  h,  5  h,  24  h)  after  initial  cell  seeding. 
Fluorescence images of phalloidin and DAPI staining after 24 h are shown in the bottom row.  
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3.3. Cell culture on patterned PFPE substrates 
One very  important aspect which makes PFPE especially  interesting for the application  in cell 
culture  is  that  it  can  easily  be  decorated  with  topographic  surface  structures.  During  the 
fabrication process it can be patterned by imprinting from silicon masters via replica molding. 
Substrates were imprinted with three types of patterns; “big posts” with a diameter and height 
of 20 μm and a distance of 50 μm; small post patterns with pillars of 3 μm diameter, with either 
a short distance of 3 μm  (“small post small distance”) or a greater distance of 20 μm  (“small 
posts  large distance”) and a structure height of 3 μm. By applying  imprinted substrates with 
different pattern dimensions for cell experiments not only the impact of topography in general 
but  also  the dependence of  the  cell  reactions on  the pattern  size was  investigated. Figures  6 
and 7 summarize the cell cultivation results on the differently patterned substrates.  
 
 
 
Figure 6: Adhesion and spreading of L929 cells on patterned PFPE substrates. 
L929  cells were  cultured  on PFPE  substrates with  three different  surface patterns:  “big posts” with  a 
diameter of 20 μm and a distance of 50 μm and a structure height of 20 μm, “small posts” patterns with 
pillars of 3 μm diameter and 3 μm or 20 μm distance and a structure height of 3 μm. For each pattern 
three  images with L929  cells are given:  live  images after 24 h of  cultivation,  fluorescence micrographs 
displaying  the  cytoskeletal  organization  (F‐actin  and  nucleus  staining)  and  electron  micrographs 
(FESEM). 
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The pattern displayed in the first row of the image, the “big posts” influences the cell shape in a 
very strong way; L929 fibroblasts are mainly adhering to the side of the posts, spreading around 
the  contour  of  the posts. Compared  to  the  other pattern  and  especially  to  the  smooth PFPE 
surfaces, they have an overall rounder shape. In addition fewer spread cells were observed on 
the areas between the posts compared to completely smooth substrates (Figure 3). On the “big 
posts”  hardly  any distinct  cell  cytoskeleton  could  be  observed  as  the  cells  only  had  a  small 
contacting and spreading area. On “small post small distance” structures, L929 cells displayed 
very flat cell morphology; they were adapting their shape to the pattern, literally grabbing and 
embracing the posts. Staining for F‐actin revealed an accumulation around the post structures, 
which  were  “incorporated”  by  the  cells  and  the  filopodia  folded  around  the  posts.  Actin 
filaments were often short being discontinued by  the many surface structures  in contact with 
the cell body. FESEM  images confirmed  that  the cells were not only positioned on  top of  the 
posts but also in the interspaces between the structures. On the third pattern (“small posts large 
distance”  cells were observed  to predominantly adhere on  the  small posts,  spreading on  the 
area in between. Furthermore, HDF cells were cultured on the different patterns and monitored 
after 2 h and 24 h with light microscopy (Figure 7). 
 
 
 
Figure 7: Adhesion and spreading of HDF cells on patterned PFPE substrates. 
HDF  cells were  cultured  on PFPE  substrates with  three different  surface patterns:  “big posts” with  a 
diameter of 20 μm and a distance of 50 μm and a structure height of 20 μm, “small posts” patterns with 
pillars of 3 μm diameter and 3 μm or 20 μm distance and a structure height of 3 μm. Two  live  images 
after 2 h and 24 h of cultivation are given. 
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Comparable to what was observed for the L929 cells, HDFs cultured on the “big post” pattern 
also  show  a  strong  tendency  to  only  adhere  to  the perpendicular  sides  of  the posts,  staying 
confined  to one structure  in  the beginning  (2 h  time point). After 24 h of cultivation  time  the 
cells were  also  able  to  spread  between  two  or  three  of  the  large  posts. Nevertheless,  they 
displayed  a  cell  shape, which  is  quite  different  from  the  one  regularly  observed  on  smooth 
substrates. For the other two patterns a reaction of the HDF cells to the topography was mainly 
visible  after  2 h,  as  the  cells  showed  rather  flat  and  extended  protrusions. After  24  h  their 
morphology resembled the one observed on smooth substrates. 
 
To  further  assess  the quality of PFPE  as  a  cell  culture  substrate  and biomaterial  for possible 
biomedical applications  it was  investigated  in more detail how  initial cell adhesion occurs on 
these very hydrophobic substrates. For this purpose the adsorption of the adhesion‐mediating 
proteins  FN  and VN  from  serum  (FBS)  to  PFPE was  qualitatively  investigated with  protein 
adsorption studies. 
 
3.4. Protein adsorption to PFPE surfaces 
Smooth PFPE  samples were  incubated with  single protein  solution or  serum and  stained  for 
adsorbed VN and FN by immunofluorescence microscopy techniques. While protein adsorption 
of both FN and VN occurred  from  single protein  solutions, only VN  could be detected after 
incubation with undiluted serum. On samples incubated with diluted serum (10 %, as used in 
cell culture) the FN signal was weak while the VN signal showed a comparable intensity for all 
three protein solutions used.  
 
Studies  using  various  proteins  and  surfaces  confirmed  that  at  least  some  structural  changes 
occur  in  most,  if  not  all,  protein  adsorption  processes  [43,  44].  Depending  on  the  protein‐
material affinity and interaction strength, these changes can lead to a decreased accessibility for 
the cells’ integrins [22, 23, 45]. We therefore investigated the bioavailability of the adhesion sites 
by studying the involvement of typical integrin receptors, namely of αvβ3‐integrin which binds 
primarily  to VN  and  α5β1‐integrin  (bound  primarily  to  FN)  in  the  early  adhesion  events  of 
fibroblasts on PFPE substrates compared to TCPS. 
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3.5. 51‐integrin and 3‐integrin expression on PFPE 
In our studies we detected α5β1‐integrin  in L929 cells by  immunostaining of cells which were 
fixed  after different  time points. Furthermore we used murine  3T3  fibroblasts  expressing  3‐
GFP‐integrin to visualize expression and clustering of αvβ3‐integrins into focal adhesions(FAs). 
L929 cells as well as 3T3 cells are murine fibroblast cell lines and exhibit comparable adhesion 
behavior in terms of morphology on the tested substrates (images not shown). 3T3 cells showed 
retarded spreading for the 2 h time point while after 5 h no qualitative difference in cell shape 
could be observed anymore on PFPE compared to TCPS. Representative fluorescence images of 
single cells taken at each studied time point are given in Figure 8.  
 
 
 
Figure 8: 51–integrin and 3‐GFP‐integrin expression profile on PFPE and TCPS. 
L929  and  3T3  β3‐GFP‐integrin  fibroblast were  cultivated  on  smooth  PFPE  substrates  and  TCPS well 
plates. L929 cells were  fixed and  immunostained  for α5β1‐integrin and  the cell nucleus at different  time 
points (2 h, 5 h, 24 h) after initial cell seeding. β3‐GFP‐integrin expression of 3T3 cells was monitored by 
fluorescence microscopy at the corresponding time points.  
 
 
Staining  of  L929  fibroblasts  for  α5β1‐integrin  showed  assembly  of  the  integrin  dimer  into 
elongated structures for cells cultivated on TCPS after 5 h and 24 h, with distinct FAs after 24 h. 
In contrast, on PFPE, recruitment of  integrin  into  the cell periphery was observed  the earliest 
after 24 h. 
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On TCPS already after 2 h β3‐GFP‐integrin‐containing elongated structures could be observed in 
the cell protrusions which developed  into distinct FAs  in  the  following 3 h hours. After 24 h 
such FA  structures were also visible under  the  cell body and  throughout  the protrusions.  In 
contrast, elongated FAs containing β3‐GFP‐integrin could not yet be detected  in cells cultured 
on  PFPE  after  2  h  and  5  h  in  culture.  Especially  at  the  2  h  time  point  β3‐GFP‐integrin was 
distributed diffusely  throughout  the  cell body. After 5 h  β3‐GFP‐integrin was already mainly 
assembled in the periphery of cell protrusions but not yet displaying assembly into FAs. After 
24 h FAs were also formed on PFPE. 
 
The presented results confirm  that cell adhesion  to PFPE  takes place  in a comparable manner 
regarding  recruitment  of  integrins.  But  in  contrast  to  the  observations  made  on  TCPS,  the 
process of FA maturation  is delayed by several hours on PFPE. These observations are also  in 
accordance  with  the  results  of  the  morphological  studies,  which  showed  for  all  types  of 
fibroblasts a slower spreading in the early time points of culture on PFPE compared to TCPS; a 
difference, which was leveled out after 24 h. 
  
After  the  initial  cell  attachment  further  cell  growth  and  tissue  development  is  not  only 
depending  on  the  amount  and  type  of  adsorbed  proteins  but  also  on  how  the  substrate 
characteristics allow protein assembly and rearrangement [28, 46]. Important for the support of 
further cell growth and tissue formation is the arrangement of FN into a fibrillar network. 
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3.6. Fibronectin matrix assembly on PFPE 
The capability of PFPE to allow FN fibril formation by cultured L929 and HDF cells was studied 
by fluorescence microscopy of immunostained samples (Figure 9). 
 
 
 
Figure 9: FN fibrillogenesis on PFPE and TCPS. 
L929 and HDF cells were cultivated on smooth PFPE and TCPS substrates for 24 h. FN was visualized by 
fluorescence microscopy of the immunostained fixed cells.  
 
 
L929 cell that were in culture for 24 h on PFPE were able to arrange FN in fibrils especially in 
the interspaces between individual cells. While on TCPS there were also many fibrils assembled 
under  the  cell  bodies,  these  areas were  showing  a weak  but  evenly distributed  fluorescence 
signal on PFPE. HDF cells cultured on PFPE were organizing FN into a fibrillar network around 
comparable to that seen in TCPS culture. As already observed for the L929 cells the areas of the 
PFPE  substrate  that  were  located  directly  under  the  cells  were  exhibiting  significant 
background fluorescence, indicating adsorbed FN.  
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4. Discussion 
With  the  presented  systematic  study  the  potential  of  a  hydrophobic,  chemically  inert  PFPE‐
based elastomer as a new biomaterial was assessed. The performance of PFPE in the different in 
vitro tests with cell line (NIH L929) and primary human fibroblasts (HDFs) was compared with 
TCPS and with PVDF, another  fluoropolymer which  is already  in use  for  several biomedical 
applications [12‐14]. 
 
Physical  parameters  (i.e.  roughness  and  elasticity)  which  can  influence  cell  response  to  a 
material to a great extent were analyzed for PFPE and were compared to the already established 
materials.  The  PFPE  substrates  exhibited  a  very  smooth  surface  due  to  the  replication  from 
silicon masters. With an elastic modulus of 1.8±0.3 MPa PFPE is significantly softer than TCPS 
and PVDF  (E>1GPa)  [30].  It  is known  that  the  surface elasticity has a major  influence on cell 
proliferation, differentiation and function [31, 32, 47]. The Young’s modulus of mammalian cells 
is below 100 kPa (bone), with a modulus of approximately 5 kPa for fibroblasts. This means that 
under  in vivo conditions most cells are  in close contact  to a much softer surface compared  to 
standard in vitro substrates (TCPS or glass). Thus, although the modulus of PFPE is 3 orders of 
magnitude smaller  than  that of cell culture plastic and PVDF,  the material  is still much stiffer 
than cells and most tissue. We therefore believe that possible discrepancies in cell behavior on 
PFPE  might  be  more  likely  caused  by  differences  in  other  parameters  than  the  substrate 
elasticity. 
 
Consequent  tests were performed  to assess  the  cytocompatibility of  the new material.  It was 
shown  that PFPE  is non‐cytotoxic  and  supports  cell  adhesion  in  a way  comparable  to TCPS 
(Figure 2). Comparing the morphology of L929 cells and HDFs by means of light microscopy at 
different  time points during  the cultivation and by  labeling actin with a  fluorescence dye,  the 
great potential of PFPE as a cell culture substrate was further confirmed (Figures 3‐5). From the 
different images it could be derived that in general cell morphology was similar on TCPS and 
PFPE. L929  fibroblasts  showed a  slight  retardation  in  spreading at early  cultivation  times on 
PFPE  (Figure  3). Furthermore  they were with  an  average  radius of  12.11.9  μm  significantly 
smaller  than  those  cultured  on  TCPS  (r=14.92.5)  (p<0.01). Nevertheless,  all  cells were  fully 
spread  after  24  h  on  PFPE,  showing  a  distinct  actin  cytoskeleton  (Figure  4).  For HDFs  the 
difference in spreading between PFPE and TCPS was even smaller. There was only a little delay 
in spreading at the very early cultivation time of 2 h (Figure 5). 
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It  is  noteworthy  however,  that  cells  on  PVDF,  predominantly  L929  cells,  showed  a  less 
pronounced  cytoskeleton;  more  diffuse  actin  staining  inside  the  cell  body  was  observed 
(Figure 4). Additionally many cells on PVDF formed more and larger protrusions (lamellipodia) 
after 24 h. This  indicates  that not enough stable cell‐surface contacts had yet been established 
and the cells were still actively probing their surrounding for appropriate adhesion sites.  
 
One very  important aspect which makes PFPE especially  interesting for the application  in cell 
culture is that it can easily be decorated with topographic surface structures. Surface nano‐ and 
microtopography  is  a  well‐established  feature  to  manipulate  a  variety  of  important  cell 
responses,  ranging  from  adhesion,  spreading  and  migration  to  even  gene  expression  and 
differentiation  [34,  35]. During  the  fabrication  process  PFPE  can  be  patterned  by  imprinting 
from  (silicon) masters  via  replica molding.  This  patterning  process  allows  the  study  of  the 
influence of  topography  independent  from any other  surface modifications. To highlight  this 
advantage of PFPE we exemplified the topographical control of cell morphology on differently 
patterned PFPE substrates. The culture experiments on the patterned substrates showed that the 
size  and  distribution  of  surface  patterns  have  distinct  effects  on  morphology,  size  and 
cytoskeletal organization of human und murine fibroblasts (Figures 6 and 7). Especially on the 
“big  post”  pattern  L929  cells  were  restricted  to  an  altered  shape,  adhering  mainly  on  the 
perpendicular  sites of  the posts  (Figure  6,  top  row). The  same pattern  also had  an  articulate 
influence  on  the  HDFs  as  they  exhibited  a  significantly  smaller  and  wider  morphology–
compared  to  the  flat  substrates  or  the  ones with  the  small  posts‐  (Figure 7).  Although  not 
further  studied  in  the  scope  of  this work,  it  is well  known  that  the  restriction  of  a  cell  to  a 
specific  shape  can  influence  cell  function,  proliferation  and  survival  [48].  Analyzing  these 
consequences on a material like PFPE, which is very different to those substrate commonly used 
for topographic studies (e.g. in terms of wettability) might add to the general understanding of 
shape‐dependent cell behavior. PFPE substrates have been successfully applied  for studies on 
the  correlation  between  surface  topography  and  inflammatory  response  of  human  primary 
macrophages [37]. The respective results are summarized in the Appendix of this Chapter. 
 
Having  shown  the  potential  of  PFPE  as  a  cell  culture  substrate,  further  experiments  were 
carried out to elucidate in detail how initial cell adhesion occurs on these substrates. Findings of 
these  studies  are  also  especially  interesting with  regard  to  the  influence  of  the  interplay  of 
different physiochemical surface properties on cell adhesion. Besides being very hydrophobic 
which is generally suspected to lead to only poor cell adhesion and growth [26, 49, 50], PFPE is 
also neutral and oleophobic due to the fluor‐containing polymer backbone. This combination of 
surface  chemical  properties  is  conceivingly  responsible  for  the  unique  protein  adsorption 
profile and the remarkable consequent cell adhesion on this material.  
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Cell  interactions with an artificial surface are  initiated by adsorbed proteins. Even before cells 
start  to  interact with  a  substrate  a  layer  of  proteins  from  the  serum  adsorbs  to  the  surface; 
among those are cell adhesion‐mediating ECM proteins such as FN and VN [18]. As soon as the 
cells  encounter  specific  adhesion  sites  in  these  proteins  via  their  integrin  surface  receptors, 
stable adhesion complexes are formed, actin filaments are anchored to those sites and cells start 
to spread and lose their round shape [17]. Protein adsorption is a highly complex, dynamic and 
competitive process. Depending on  the protein concentration and  the protein‐surface affinity, 
initially adsorbed proteins can desorb and be replaced by others or –in dependence of binding 
strength‐  change  their  conformation  to a great  extent  [21]. The affinity  in  turn  is dictated by 
surface properties such as wettability, charge, polarity and display of functional groups [25, 26, 
51, 52]. If several proteins adsorb from the same solution (such as from serum), the adsorption 
process will be more  complicated  compared  to  single protein  solutions. While a  layer of one 
type of proteins forms relatively fast, on a slightly longer timescale this layer may be displaced 
by other proteins, typically with a higher molecular weight. This phenomenon is known as the 
“Vroman effect” [53]. The physical reason behind it is the fact that the fastest diffusing proteins 
are  not  necessarily  the  ones with  the  highest  affinity  for  the  surface. Thus  for  longer  times, 
slower diffusing proteins with higher affinity  for  the surface may arrive  in  the vicinity of  the 
surface and replace the already adsorbed proteins.  
 
Detection of adsorbed proteins on PFPE with fluorescent antibody probes showed that VN and 
FN  were  adsorbing  to  the  surface  from  single  protein  solutions.  Yet  after  incubation  with 
serum, only VN but not FN was present on the surface in a detectable concentration. Also from 
diluted  serum  (10 %)  little FN was  adsorbed. These observations  are  in  accordance with  the 
general  findings  that  VN  displays  higher  adsorption  efficiency  and  surface  affinity  under 
competitive conditions, such as those encountered  in protein‐rich serum [54, 55].   The present 
results of  the protein  adsorption  studies  from  serum on PFPE  indicate  a  similar  competitive 
adsorption  behavior,  showing  more  adsorption  of  the  ECM  protein  VN  compared  to  FN, 
indicating that VN is one of the major adhesion‐mediating factors on PFPE. The role of surface 
adsorbed FN and VN for initial cell attachment to polystyrene (PS) substrates has been studied 
by  Steele  et  al.  among  others;  serum  depleted  of  VN  failed  to  induce  cell  adhesion  and 
spreading while hardly any effect was observed when using serum depleted of FN [56‐58].  
 
Initial  cell  adhesion  events  involve  binding  of  cell  receptors  (integrins)  to  ECM  proteins. 
Integrins are heterodimeric,  transmembrane  receptors  consisting of non‐covalently associated 
α‐ and β‐subunits. 18 known α‐subunits and 8 known β‐subunits selectively dimerize yielding 
24  distinct  integrins  with  specific  binding  to  various  ECM  ligands  [60].  When  fibroblasts 
interact with  the surrounding ECM  the  first cell‐surface contacts  that  form are so‐called  focal 
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complexes.  The major  integrin  of  these  small  and  dynamic  focal  complexes  is  αvβ3‐integrin, 
which  recognizes various ECM proteins  (primarily VN) via  their RGD binding  sites. After  a 
mechanically  stable  contact  has  been  established,  focal  complexes  mature  into  larger  focal 
adhesions (FAs). This process involves the clustering of αvβ3‐integrin and α5β1‐integrin (bound 
primarily to FN) and the recruitment and assembly of further proteins (e.g. talin, vinculin and 
paxillin) which build an anchor for actin stress fibers [60, 61]. 
 
The described typical sequence of integrin expression and recruitment with αvβ3‐integrin being 
the  main  integrin  involved  in  early  focal  complexes  was  also  observed  in  3T3  fibroblast 
expressing  β3‐GFP‐integrin  cultured  on  PFPE  (Figure  8)  Yet,  the  succession  was  retarded 
compared  to  TCPS.  The  maturation  of  FAs,  indicated  by  elongated  integrin‐rich  structures 
mainly  located  in  the periphery of  the protrusions, was not yet complete after 5 h  in culture. 
Comparing the results from TCPS and PFPE there is a noticeable similarity between the integrin 
pattern after 5 h on TCPS and the one seen after 24 h on PFPE. 
 
We hypothesize that these differences in early adhesion behavior could be due to an increased 
initial adsorption of non‐adhesive serum proteins, which need a longer time to be replaced by 
an appropriate amount of adhesion‐mediating proteins either from the serum or secreted by the 
cells [62]. In addition the suspected stronger protein‐surface interactions (hydrophobic effect) of 
VN and FN on PFPE could  impede  the binding of  integrins to  the proteins and especially  the 
assembly and dislocation of activated  integrin  clusters  [45, 63]. Nevertheless  fibroblasts were 
shown to be capable of accessing a sufficient amount of adhesion sites during the first 24 h  in 
culture. This  trend might  rather be explained by other  surface properties despite wettability. 
Due  to  its  high  fluor‐content  PFPE  is  oleophobic.  Therefore  the  hydrophobic  effect  which 
usually  leads  to  strong  and  rather  irreversible  protein  adsorption  accompanied  by 
conformational changes, might be weakened by the oleophobic interaction, i.e. in this case, also 
the hydrophobic parts of the proteins are repelled. As a result, protein adsorption to PFPE is on 
the  one  hand  still  favorable  due  to  the  hydrophobic  effect,  yet,  on  the  other  hand,  the 
oleophobicity leads to a decrease in adsorption strength and might inhibit protein denaturation 
to a large extent. On top of the presumed better preservation of the active conformation of the 
adsorbed  proteins,  the  unique  combination  of  hydrophobicity  and  oleophobicity might  also 
enable constructive exchange processes at the surface. As a result the exchange of non‐adhesive 
serum proteins  for adhesion‐mediating proteins and  the accessibility of adhesion sites  for  the 
cells’ integrins are significantly improved. Therefore initial cell adhesion is comparable to that 
observed on more wettable substrates, although slightly retarded. 
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After  the  initial  cell  attachment  further  cell  growth  and  tissue  development  is  not  only 
depending  on  the  amount  and  type  of  adsorbed  proteins  but  also  on  how  substrate 
characteristics  such  as  wettability,  polarity  and  functional  surface  groups  allow  protein 
assembly  and  rearrangement  [28,  46].  Important  for  the  support  of  further  cell  growth  and 
tissue  formation  is  the  arrangement  of  FN  into  a  fibrillar  network.  By  actomyosin‐driven 
pulling via α5β1‐integrin cells can stretch the FN matrix and assembling soluble FN into matrix 
fibrils [61, 64]. 
 
FN fibrillogenesis was evident for both types of fibroblasts on both substrates (PFPE and TCPS) 
(Figure 9). Nevertheless, L929 cells were assembling more fibers under the cell body on TCPS 
compared to PFPE. This observation goes in accordance with the localization of α5β1‐integrins in 
the  fibroblasts after 24 h  (Figure 8,  left  side, bottom) On TCPS more  α5β1‐integrin‐containing 
FAs were already  translocated away  from  the protrusions while on PFPE  this  integrin dimer 
was  predominantly  visible  in  the  cell  periphery.  Furthermore  on  PFPE  there  was  a  slight 
“background” of evenly distributed  (stained) FN under  the  cells which was not observed on 
TCPS. This  suggests  that FN adsorbs more  irreversibly on PFPE; on  the other hand  it  shows 
nicely  that  despite  of  the  strong  adsorption  the  cells  were  able  to  organize  FN  in  fibrillar 
structures in a time frame and structure comparable to that on TCPS.  
 
The presented results show the excellent feasibility of PFPE as a cell culture material which can 
be applied for various purposes: In combinatorial studies with TCPS it can help to distinguish 
between  substrate‐dependent and –independent cellular adhesion and signaling mechanisms. 
Furthermore, general  research  concerning  cell  type  specific  reactions  to  substrate  topography 
can be easily carried out taking advantage of the patternability of PFPE.  
 
In  addition,  PFPE  is  a  promising  biomaterial  for  the  fabrication  of  implants with  designed 
surface properties  including micro‐ and nanotopography. This possibility has been supported 
by  our  recent  study  with  human  macrophages  which  reports  on  the  comparison  of  the 
inflammatory  response  (induction  of  specific  subtypes)  to  smooth  PFPE  and  PVDF.  PFPE 
induced  more  anti‐  and  less  proinflammatory  macrophage  reaction  than  PVDF,  which  is 
important with regard to biocompatibility and integration of foreign materials (e.g. implants) in 
vivo  [37].  The  main  findings  of  the  corresponding  study  are  presented  in  the  following 
Appendix. 
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5. Conclusions 
We presented the systematic study of a hydrophobic, chemically inert PFPE‐based elastomer as 
a  new  biomaterial.  The material was  shown  to  be  non‐cytotoxic  and  to  allow  adhesion  and 
spreading of  immortalized and primary  fibroblasts  comparable  to  that observed on  common 
cell culture substrates, e.g. TCPS. Additionally, focal adhesion formation and the organization 
of  soluble  FN  into  a  fibrillar  ECM  network  was  evident  on  smooth  PFPE  substrates. 
Furthermore, PFPE can easily be  furnished with  surface  topography via  replica molding. We 
applied differently patterned PFPE substrates  in cell experiments and could see  that different 
structures have a definite effect on the size and morphology of HDF and L929 cells. The results 
demonstrate  that  PFPE  is  an  interesting  substrate  for  several  biological  applications  from 
fundamental research to implant design.  
 
The feasibility of PFPE for possible in vivo applications is further supported by the findings of 
our recent study with human macrophages, which indicates that PFPE induced more anti‐ and 
less  proinflammatory  macrophage  reaction  than  PVDF  [37].  The  results  of  this  study  are 
summarized in the Appendix belonging to this Chapter. 
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6. Appendix 
With  this  Appendix  an  independent  study  with  human  macrophages  is  summarized  to 
highlight  the  feasibility  of  PFPE  as  a  patternable  substrates  for  systematic  cell  culture 
experiments using a cell type other than fibroblasts. 
 
Induction of specific macrophage subtypes by defined micropatterned 
structures 
 
6.1. Introduction 
Monocyte and macrophage cells play a key role in mediating host tissue response to implants; 
they  are  crucial  in  controlling  the  extent  of  acute  and  chronic  inflammation  and  therefore 
determine the successful integration of the device [65, 66]. The in vivo inflammatory response is 
a complicated cascade involving various cell types whose activities are controlled by numerous 
mediators  [67].  Initially  blood  clot  formation  occurs  at  the  site  of  implantation,  which  is 
followed by migration of neutrophil and subsequently monocytes to the site. These monocytes 
differentiate  into  macrophages,  which  are  dominant  in  determining  the  extent  of  the 
inflammatory response. The activated macrophages secrete cytokines to recruit leukocytes and 
other cells involved in the foreign body reaction, and further mediate inflammation and wound 
healing/remodeling around  the  site of  implant  [68]. To achieve a  successful  integration of an 
implant, progression of the inflammatory response from a high intensity, acute phase to a low‐
activity, quasi‐equilibrium state, called the foreign body reaction is important [69]. 
 
Generally,  there  exist  two  different  activation  states  of  macrophages  called  classic  (M1)  or 
alternative  (M2), which can exist simultaneously  in one population  [70]. M1 macrophages are 
classically  activated  proinflammatory  subtypes  induced  by  lipopolysaccharide  (LPS);  they 
secrete proinflammatory cytokines. The term M2 describes various subtypes of non‐classically 
activated  macrophages  [70].  A  common  feature  of  M2  macrophages  is  the  release  of  anti‐
inflammatory  cytokines.  While  M2  macrophages  facilitate  tissue  remodeling  and  improve 
integration of  implants into the body the M1 subtypes are associated with tissue damage [71]. 
M1 and M2 can be classified by their expression of function‐associated antigens, namely 27E10 
and CD163, respectively [72, 73]. 
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Recent studies have shown that macrophage activation is influenced by surface roughness and 
geometry in the micrometer and nanometer size range [29, 74, 75]. These findings highlight the 
possibility  of  using  topography  to mediate  implant–tissue  reaction which may  improve  the 
successful integration of implants. The summarized study with PFPE substrates systematically 
investigates the effects of topographical features on macrophage response in culture. 
 
6.2. Materials and methods 
6.2.1. Preparation of unpatterned and micropatterned PVDF and PFPE substrates 
See relevant sections in “Materials and methods” of the main part of the Chapter. 
 
6.2.2. Isolation of monocytes and macrophage cell culture 
Peripheral blood mononuclear cells (PBMC) were obtained from heparinized blood of healthy 
human volunteers by density gradient centrifugation using Ficoll Paque (Pharmacia, Freiburg, 
Germany).  The  Ethical  Committee  of  the  Medical  Faculty  of  RWTH  Aachen  gave  ethical 
approval  for  this  study  on  February  28,  2008  and  informed  consent was  obtained  from  all 
participants. Monocytes were  isolated  from PBMC by a negative magneto‐sorting procedure. 
Briefly,  PBMC  were  incubated  at  4  °C  with  M450  anti‐CD19  and  CD2  coated  DYNAL® 
magnetic beads (Invitrogen, Carlsbad, CA) for 35 min. Bound  lymphocytes were magnetically 
removed. This method resulted in a purity of monocytes of at least 95 % as estimated by Giemsa 
staining of cytospin preparations. To obtain macrophages, monocytes were cultured for 7 days 
on  the  different  PFPE  and  PVDF  surfaces  in  RPMI‐1460  medium  (Biochrom  AG,  Berlin, 
Germany) with  5 %  autologous  serum  in  24‐well  culture  plates  (Becton Dickinson,  Franklin 
Lakes, NJ) at a density of 1,000,000 cells per well. As positive control for inflammatory response, 
macrophages were cultured on smooth PFPE and treated with LPS (Sigma‐Aldrich, Steinheim, 
Germany) for 24 h with 1 μg/ml. Cell viability was determined with Trypan blue exclusion. 
 
6.2.3. Flow cytometry 
After  seven  days  of  culture  macrophages  were  harvested  using  a  Rotilabo®  silicon  rubber 
applicator  (Roth,  Karlsruhe,  Germany).  Cell  surface  antigens  were  double‐stained  with  the 
phycoerythrin‐conjugated  monoclonal  antibody  CD163  (staining  M2  subtype  macrophages) 
(clone GHI/61)  (R&D  Systems, Minneapolis, MN)  and  the  fluorescein  isothiocyanate  (FITC)‐
conjugated 27E10 antibody (staining M1 subtype macrophages (BMA Biomedicals AG, Augst, 
Switzerland).  Flow  cytometry  analysis  was  performed  using  a  FACSCalibur  and  the  BD 
CellQuest™ Pro software version 5.2.1  (Becton Dickinson, Franklin Lakes, NJ). All statements 
refer to the comparison of structured with smooth PFPE unless stated differently. 
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6.3. Results 
Perfluoropolyether  (PFPE)  substrates with  different  surface  topographies were  fabricated  by 
UV‐based imprinting from silicon masters with different patterns. The “lines” were 10 μm wide 
grooves (5 μm deep) with 20 μm distance, “big posts” were 20 μm in height and diameter with 
a center to center distance of 70 μm. “Small posts small distance” were 3 μm high posts with a 
diameter of 3 μm and a center  to center distance of 6 μm. “Small posts  large distance” were 
identical but exhibited a period of 23 μm. Smooth PFPE samples were prepared by replication 
from smooth silicon wafers. Additionally, smooth PVDF samples were used for comparison. 
 
6.3.1. Effect of topography on macrophage morphology, location and viability 
The different surface patterns had a significant influence on cell morphology as well as on the 
location of the cells with respect to the structures (Figure A1). The viability of the cells was not 
affected by the patterns, >90 % viable cells were present on all surfaces. 
 
 
Figure A1: Macrophage morphology on different (patterned) substrates. 
Macrophages were cultured on PFPE substrates with four different surface patterns (dimensions given in 
the main text), on smooth PFPE and smooth PVDF. Representative live images after 7 days of cultivation 
are given. Scale bar: 30 μm. 
 
 
Macrophages preferably aligned in the grooves of the “line” pattern and an increased number 
of cells exhibited a spread shape (a). On the “big posts” only very few cells attached on top of 
the structure,  the main  fraction of macrophages was  located on  the perpendicular side of  the 
structures  and  between  the  structures  (b).  Small  posts with  a  smaller  distance  significantly 
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enhanced  the  fraction  of  round  cells,  which  were  predominantly  attached  on  top  of  the 
structures (c). Small posts with a larger period increased the number of cells exhibiting a spread 
morphology  (d).  Cells  on  smooth  PFPE  were  round‐shaped  and  large  (e)  whereas  PVDF 
induced a higher fraction of spread cells (f).  
 
As outlined in the introduction the subtype of a macrophage (M1 or M2) is of relevance for the 
subsequent  inflammatory  reaction.  The  influence  of  the  different  topographies  on  the 
expression of the subtype specific markers was evaluated by flow cytometry and is summarized 
in Figure A2. 
 
 
 
Figure A2: M1 and M2 phenotype of macrophages in response to microstructures.  
Statistical summaries of 27E10 (M1) and CD163 (M2) expression in macrophages cultured for 7 days on 
differently patterned PFPE substrates (dimensions given in the main text) and PVDF. Positive control for 
M1: LPS  treatment. ***  indicates significantly  increased M1 phenotype  for macrophages on “small post 
small distance” patterns compared to smooth PFPE (p<0.001).  
 
 
Comparing the marker expression of the cell cultured on the different patterns with the smooth 
PFPE the “line” pattern had a strong decreasing effect on the number of M2 (CD163+) cells but 
enhanced the number of M1 (27E10+) cells. The “big post” and the “small post  large distance” 
patterns led to an increased number of CD163‐expressing cells. 
 
A significant  increase  in  the subtype M1  (proinflammatory) was observed on  the “small post 
small distance” pattern. Posts of the same size with a larger distance as well as the big posts did 
not  lead  to any  increase  in  the expression of 27E10. As expected, LPS  led  to a negligible anti‐
inflammatory and a large proinflammatory response. PVDF caused a lower number of anti‐ and 
a higher number of proinflammatory cells compared to smooth PFPE. 
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As  both  subtypes  can  exist  in parallel  the M2  to M1  value was  calculated  to gain  a  relative 
number  of  anti‐  compared  to  proinflammatory  cells.  Results  showed  a  significantly  higher 
M2/M1 value  for  the  large posts compared  to  smooth PFPE  (p<0.05). For  the  line pattern  the 
M2/M1 value was very  low. Using co‐staining  for  two antigens with different dyes,  it  is also 
possible to detect macrophages which are positive for both surface antigens. It was found that 
the  large  posts  and  the  lines  led  to  a  significant  increase  in  the  fraction  of  double‐positive 
macrophages  (p<0.001). All other  structures  and  even LPS  led  to negligible  fractions of  such 
cells. 
 
In addition  to  the surface marker expression  the  influence of  the pattern on mediator  release 
and gene expression profiles was evaluated, but the presentation of those results is beyond the 
scope of this Appendix and the  interested reader  is referred to the respective publication [37]. 
Nevertheless it can be summarized that both parameters studied showed significant alterations 
depending on the surface patterns. 
 
6.4. Discussion 
In  the Appendix of  this Chapter a study has been summarized  to underline  the suitability of 
PFPE  as  a  patternable  cell  culture  substrate.  In  detail,  the  effect  of  surface  topography  on 
macrophage  behavior  (morphology  and  inflammatory marker  expression) was  evaluated  by 
applying  four  differently  patterned  PFPE  substrates  in  comparison with  smooth  PFPE  and 
PVDF. Life  imaging during  the cultivation of primary macrophages showed  that  the size and 
period of structures play an important role for the degree of spreading and location of the cells 
on  the  substrate  (Figure A1). Similar  to what was observed  for  the  fibroblasts  (see Figures  6 
and 7),  the macrophages  aligned  along  the  groove  sites  of  the  “lines”  pattern  and  attached 
around “big post” pattern. 
 
As a further parameter the expression of specific surface markers was analyzed in dependence 
of the substrates’ topography (Figure A2). By the expression of 27E10 and CD163 macrophages 
can be categorized  into either a proinflammatory  (M1) subtype or an anti‐inflammatory  (M2) 
subtype  [73,  74].  The  induction  of  the  specific  subtypes  is  important  with  regard  to 
biocompatibility and integration of foreign materials (e.g. implants) in vivo. A high prevalence 
of M2 is desired to increase the possibility for successful integration of implants into the body 
while the M1 cells are associated with tissue damage. 
 
Comparing  the  inflammatory  response  to  smooth  PFPE  and  PVDF,  the  results  indicate  that 
PFPE  induced  more  anti‐  and  less  proinflammatory  macrophage  reaction  than  PVDF.  This 
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finding adds to the already presented advantage of PFPE as a cell culture material and makes it 
also  a  promising  material  for  in  vivo  applications.  Looking  at  the  specific  influence  of  the 
different topographies, the “big post” pattern exhibit the highest anti‐inflammatory potency as 
indicated by the highest M2 value and the highest M2 to M1 ratio. This pattern led to an almost 
six times larger fraction of anti‐inflammatory macrophages than for example the “lines” pattern. 
The “small post small distance” pattern as well as the “lines“ may not be suitable for an in vivo 
application as they may rather lead to acute inflammation due to the dominating M1 cells. 
 
6.5. Conclusions  
The  summarized  results  indicate  a  clear  influence  of  topography  on macrophage  behavior. 
Optimization of such microstructures may provide a method to evoke a predictable response of 
macrophages to implants and control the release of specific molecules involved in the immune 
response. 
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Hydrogels in biomaterial science: 
Introducing the sP(EO‐stat‐PO) system 
 
This Chapter  gives  a  general  introduction  to  the  role  of  hydrogels  in  the 
field of biomaterial science. The poly(ethylene glycol) (PEG)‐based hydrogel 
system which is applied for different studies carried out in the scope of this 
thesis  is described  in detail. This  implies  a hydrogel  crosslinked  from  six‐
armed  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) 
macromonomers  with  reactive  acrylate  end‐groups  (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)). 
Polymerisation  of  the  prepolymers  is  initiated  by UV‐light  exposure. Cell 
biological  studies  with  a  murine  fibroblasts  cell  line  (NIH  L929)  were 
conducted to rule out any cell toxic effect of the material. Additionally, the in 
vitro  cell  studies  confirmed  the expected non‐adhesive nature of  this PEG‐
based material. 
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1. Introduction 
Although widely used  in medicine, many biomaterials  lack  the desired properties  for highly 
specific  interactions with biological  systems  and  long‐term  successful  applications. Therefore 
the demand to develop new materials and to improve the performance of established systems is 
still urgent.  
 
Amongst the different classes of materials which find use in the field of medicine and biology, 
hydrophilic polymers have demonstrated great potential. Networks  formed  from hydrophilic 
polymer often exhibit a high affinity for water, yet they do not dissolve due to their chemically 
or physically crosslinked network. Water can penetrate  in between  the chains of  the polymer 
network,  leading  to  swelling  and  the  formation of  a hydrogel  [1‐3]. Generally  such polymer 
networks can be formed via chemical bonds,  ionic  interactions, hydrogen bonds, hydrophobic 
interactions,  or physical  bonds  [4,  5]. Hydrogels  have  found  numerous  applications  in drug 
delivery as well as in tissue engineering where they are used as scaffolds for the cultivation of 
cells  to  enable  the  formation of new  tissues  [6‐9]. Hydrogels are  especially attractive  for  this 
purpose as  they meet numerous characteristics of  the architecture and mechanics of most soft 
tissues and many are considered biocompatible [10, 11]. Furthermore, concerning the intended 
purpose of  cell encapsulation and delivery, hydrogels  support  sufficient  transport of oxygen, 
nutrients and wastes [12‐14]. 
 
In general, hydrogel matrices can be prepared from a variety of naturally derived proteins and 
polysaccharides,  as  well  as  from  synthetic  polymers  [8].  Depending  on  their  origin  and 
composition, natural polymers have  specific utilities  and properties. Hydrogels  from natural 
sources have for example been fabricated from collagen, hyaluronic acid (HA), fibrin, alginate 
and  agarose  [5].  Collagen, HA  and  fibrin  are  components which  are  in  vivo  present  in  the 
extracellular matrix  (ECM) of mammalian  cells. Since  they are derived  from natural  sources, 
hydrogels formed from these polymers are  inherently cytocompatible and bioactive. They can 
promote many  cellular  functions due  to a diversity of endogenous  factors present. However, 
scaffolds  fabricated  from natural  sources  are  rather  complex  and often  ill‐defined, making  it 
difficult  to  determine  exactly  which  signals  are  promoting  the  cellular  outcome  [15]. 
Furthermore  they can possess an  inherent batch‐to‐batch variability which can affect sensitive 
cells  in  their  viability,  proliferation,  and  development  [15]. Due  to  these  limitations  of  gels 
formed  from natural polymers,  a wide  range  of  synthetic polymers has  been  found  suitable 
regarding  their chemical and physical properties [5]. The advantages of synthetic gels  include 
their consistent composition and predictable manipulation of properties.  
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A few examples of synthetic hydrogel building blocks are given in Figure 1, including neutral 
(upper row) and ionic (bottom row) monomers [8].  
 
 
 
Figure 1: Synthetic hydrogels. 
Representative  chemical  structures of monomers  (neutral: upper  row  and  charged: bottom  row) often 
used in the fabrication of synthetic hydrogels. Figure taken from reference [8]. 
 
 
Proteins  are  molecules,  which  often  adsorb  unspecifically  from  solution  at  biomaterial 
interfaces. This general observation is supported by a large body of experiments and thousands 
of  published  papers  (e.g.  references:  [16‐19]).  Almost  any  material,  when  exposed  to  a 
physiological,  protein‐containing  solution,  becomes  coated with  proteins within  seconds. As 
widely  recognized,  this  adsorption  of  proteins  to  synthetic  material  surfaces  is  of  great 
importance in the field of biomaterials as it plays a determining role for the subsequent cellular 
responses. Failure of most implant materials stems from an inability to predict and control the 
process of protein adsorption and cell interaction, resulting in an inappropriate host response to 
the material [16, 20, 21]. Biomaterial surface‐induced thrombosis, for example, one of the major 
problems in clinical applications of materials in contact with circulating blood, begins with the 
unspecific adsorption of plasma proteins [17, 22, 23].  
 
Not only with regards to tissue engineering and implant design unspecific protein adsorption is 
a highly critical process, also different devices in diagnostics (e.g. protein arrays) and biosensors 
are  based  on  specific  receptor‐ligand  binding,  demanding  a  non‐interacting  background. 
Therefore, much effort has been focused on the development of inert, protein resistant materials 
and  coatings  [24,  25]. Many  synthetic  hydrophilic  polymers,  including  PAA,  PHEMA,  PVA, 
PEG and poly(ethylene oxide) (PEO) have been applied for this purpose (see Figure 1) [26]. 
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Some  of  the  earliest  work  on  the  use  of  PEG  and  PEO  as  hydrophilic  biomaterials  was 
performed by Merrill et al., who showed PEO adsorption onto glass surfaces prevented protein 
adsorption  [27]. Several  subsequent  studies  confirmed  that PEO, or  its  low molecular weight 
(Mw<10  kDa)  equivalent  PEG,  were  showing  the  most  effective  protein‐repellent 
properties [23].  PEG‐modified  surfaces  are  non‐permissive  to  protein  adsorption,  bacterial 
adhesion and eukaryotic cell adhesion [28‐31]. 
 
Based  on  these  properties,  PEG  hydrogels  are  one  of  the  most  widely  studied  and  used 
materials  for  a  variety  of  biomedical  applications  such  as  tissue  engineering,  coating  of 
implants, biosensors, and drug delivery systems [1, 6, 7, 32‐34]. PEG substrates have also been 
used  to generate patterns of proteins or cells using for example  the  technique of microcontact 
printing [35‐37]. PEG hydrogels are approved by the US Food and Drug Administration (FDA) 
for  oral  and  topical  application;  they  are  poorly  immunogenic  and  non‐toxic  at  molecular 
weights above 400 Da. Since PEG itself is non‐degradable by simple hydrolysis and undergoes 
only  limited metabolism  in  the  body,  the whole  polymer  chains  are  eliminated  through  the 
kidneys or eventually through the liver (Mw < 30 kDa) [23, 38].  
 
Many groups have  investigated surface coverings of PEG or PEO  in order  to  try  to elucidate 
why  PEG  has  such  remarkably  effective  properties  and  different  theories  have  been 
proposed [39, 40]. First, there are generally only weak attractive interactions between the PEG‐
coatings  and  a wide  range of proteins,  as protein  adsorption  is generally known  to be more 
pronounced on hydrophobic surfaces compared  to hydrophilic ones  [41]. Furthermore, as  the 
interaction  between  water  and  PEG  via  hydrogen  bonds  is  more  favorable  and  surpasses 
possible  attractive  interactions  of  proteins  with  the  surfaces,  a  repulsion  force  is  created. 
Therefore the hydration of the layer, i.e. the binding of interfacial water is of high relevance for 
the  exclusion  of  other  molecules  coming  near  the  polymer  surface  [23,  42].  Additionally, 
molecules  approaching  the  rather  flexible,  loosely  crosslinked  PEG  hydrogel  from  the 
surrounding medium initiate the compression of the extended PEG molecules inducing a steric 
repulsion effect [39, 41]. More specifically, a loosely crosslinked gel has relatively long segments 
between the crosslinks, which can take a relatively large number of conformations. The number 
of  segment  conformations  would  be  substantially  restricted  by  the  binding  of  a  protein 
molecule to the gel surface. This would lead to a relatively large unfavorable entropic change, 
making  the process of protein adsorption extremely unfavorable  for  thermodynamic  reasons. 
Additionally,  the high mobility of PEG  chains allows  little  time  for proteins  to  form durable 
attachments. 
 
   83
Many techniques have been developed to create PEG or PEO‐bearing surfaces, e.g. making use 
of/exploiting  physical  adsorption,  chemical  coupling,  and  graft  polymerization  [23, 34, 40, 
43, 44]. Whitesides and co‐workers have studied covalent coatings of oligo(ethylene glycol)s, so‐
called self‐assembled monolayers  (SAMs) and  found  that  the  resistance  to protein adsorption 
increased with the chain length of the oligomers [40, 44]. Furthermore, it has been demonstrated 
that the adhesion resistance of PEG increases with chain packing density [45, 46]. 
 
In the recent years star‐shaped PEG molecules have gained increasing interest, as they present a 
high  number  of  end‐groups  per  molecule  allowing  interconnectivity  and  functionalization 
[47‐49].  Some  star  polymers  have  been  shown  to  achieve  a  high  surface  coverage  and 
localization of the end‐groups near the top of the star polymer [50]. Therefore, star‐shaped PEG 
molecules are an interesting and promising alternative to linear PEG.  
 
PEG  hydrogels  applied  for  the  described  studies  were  prepared  by  UV‐based  radical 
crosslinking  of  six‐armed  star‐shaped  macromonomers  via  acrylate  (Acr)  end‐groups.  The 
polymer backbone consists of a statistical copolymer of 85 % ethylene oxide and 15 % propylene 
oxide (P(EO‐stat‐PO)). Each star molecule bears 6 reactive Acr end‐groups (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)). 
The  crosslinking  reaction was  initiated  by  a UV‐based  radical  reaction with  benzoin methyl 
ether as photoinitiator (PI) and an additional crosslinker (CL) (pentaerythritol triacrylate). The 
hydrogel substrates were applied as  free‐standing bulk gels  for 2D cell culture studies which 
are presented in the following Chapters. 
 
Aim of this Chapter is to explain the preparation and show the characterization results of this 
hydrogel  system  in  view  of  its  use  in  biomedical  applications.  Cytotoxicity  analysis  and 
cytocompatibility assessment, monitoring cell behavior on the surface of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels  are  presented.  The  studies  described  in  Chapters  4,  5  and  6  base  on  this  exact 
hydrogel  system,  while  in  Chapters  7,  8  and  9  sP(EO‐stat‐PO)  gel  systems  with  different 
crosslinking mechanisms  (e.g. with NCO  instead  of Acr  end‐functionalization)  and with  co‐
polymerized hyaluronic acid are applied. 
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2. Materials and methods 
2.1. Material fabrication  
2.1.1. Acrylation of sP(EO‐stat‐PO) macromonomers 
The  hydrogel  precursor molecule,  denoted  sP(EO‐stat‐PO)  (Dow Chemicals,  Terneuzen,  The 
Netherlands),  is  a  star‐shaped  macromolecule  (Mw=12.5  kDa)  consisting  of  6  arms  of  a 
statistical copolymer of ethylene oxide  (85 %) and propylene oxide  (15 %) originating  from a 
sugar core molecule. The functionalization of the sP(EO‐stat‐PO) macromonomer with acrylate 
(Acr) end‐groups was performed according to a procedure adapted from Lensen et al. [51]. 
 
Prior to the end‐capping reaction, the hydroxyl‐terminated sP(EO‐stat‐PO) was precipitated  in 
diethyl ether (‐80 °C) and dried thoroughly for 4 h at 10‐2 mbar at 80 °C oil bath temperature. 
Under a nitrogen atmosphere, 1.46 ml (1.3 equiv.) of acrylic anhydride (Polysciences Inc., Niles, 
IL, USA) was slowly added to a mixture of 20 g of the sP(EO‐stat‐PO) prepolymer and 1.2 ml 
(1.5 equiv.) of water‐free pyridine in 60 ml of toluene. The resulting mixture was stirred for 24 h 
at room temperature. After removal of the solvent and pyridine, the crude product was dried at 
room  temperature  for  8 h  at  10‐2 mbar. Unreacted  acrylic  anhydride was  separated  from  the 
product by precipitation  in cold  (‐80 °C) dry ether,  leaving  the product as a colorless oil. The 
purified product was dried at room temperature for 8 h at 10‐2 mbar. The purity of the product 
was verified by NMR. IR (KBr) and MALDI‐TOF measurements were performed to confirm the 
conversion of hydroxyl groups  into acrylate end‐groups. The molecular weight was 12.8 kDa. 
GPC (THF) was carried out to rule out crosslinking; a single peak was found with Mn/Mw=1.02. 
 
2.1.2. Preparation of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) curing mixture 
The  UV‐curable  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  mixture  was  prepared  by  dissolving  1  g  of  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)  in  0.5  ml  of  acetone  in  the  presence  of  benzoin  methyl  ether  as  PI  and 
pentaerythritol  triacrylate  (PETA) as a CL. After homogenization,  the solvent was evaporated 
under  a mild  stream  of  nitrogen.  To  fabricate  samples  of  different  crosslinking  density,  the 
curing mixture was prepared with  three different compositions  (0.5 % PI and 5 % CL; 1 % PI 
and 5 % CL as well as 1 % PI and 10 % CL (w/v)). The synthesis of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) as 
well as  the preparation of  the curing mixture was carried out by Mar Diez as also described 
elsewhere [52]. For further details in synthesis and material characterization see reference [53]. 
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2.1.3. Preparation of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates 
For  the  fabrication  of  substrates  typically  25  μl  of  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  mixture  was 
dispensed on a silicon master, a cover glass (18x18 mm2) was placed on top and samples were 
cured  with  UV‐light  (366  nm)  for  approximately  60  min.  After  curing,  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
substrates were gently peeled off from the masters with tweezers (for analysis  in dry state) or 
were immersed in sterile water to loosen from the master and the glass (for cell culture).  
 
2.2. Material characterization 
The elasticity of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels was determined by mechanical testing on a 
dynamic stress rheometer (DSR) (Rheometrics, Germany) using rotating parallel plates at room 
temperature. Bulk hydrogel samples were prepared in the form of discs (10 mm in diameter and 
0.7 mm  in  thickness). Storage  (G’) and  loss moduli  (G’’) were measured as a  function of  the 
frequency  (from  0.05  to  10 Hz)  in  a  constant  strain mode.  Young´s modulus  (E) was  then 
calculated from the elastic shear modulus using the rubber elasticity theory E=3G´ [37]. 
 
2.3. In vitro cell culture studies  
2.3.1. Fibroblast cell culture 
Mouse  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH L929 was used  for  the  experiments  (DMSZ, 
Braunschweig, Germany). Cells were cultured in RPMI medium supplemented with 10 % fetal 
bovine serum (FBS) and 1 % penicillin/streptomycin at 37 °C in a 5 % CO2 supplied incubator. 
The  culture  medium  was  exchanged  every  two  days.  Cells  were  harvested  with  0.25 % 
trypsin/EDTA. For the cultivation experiments 50,000 cells/ml of RPMI medium were used (all 
reagents purchased from PAA, Cölbe, Germany). 
 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  samples  for  the  application  in  cell  culture were  rinsed  three  times with 
sterile water and Dulbecco’s phosphate buffered saline (PBS) (PAA, Cölbe, Germany) before cell 
experiments.  The  hydrogel  samples were  cut  into  square  pieces  or  circles  of  approximately 
1 cm2 and placed  in 48‐ or 24‐well suspension culture plates (Greiner Bio‐One, Frickenhausen, 
Germany), respectively. 
 
2.3.2. Membrane integrity assay  
The  viability  of  L929  cells which  had  been  in  contact with Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  conditioned 
medium  was  assessed  with  CytoTox‐OneTM  Homogeneous  Membrane  Integrity  Assay 
(Promega, Mannheim, Germany).  The  test was  carried  out  according  to  the manufacturer’s 
protocol. For the indirect test, a confluent cell layer of L929 on TCPS (96‐well plate) was covered 
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with  RPMI  medium,  which  had  beforehand  been  conditioned  with  a  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
sample  for 72 h at 37  °C  (0.03 g polymer  / ml medium). The assay was performed 24 h after 
addition  of  the  conditioned  medium.  For  comparison  a  control  sample  of  mortalized  cells 
(incubation with DMSO), was measured  in parallel and  the derived values were set  to 100 % 
cytotoxicity. Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples applied for the test were prior to incubation in RPMI 
extracted with different solvents (acetone, methanol or water) for 24 h. Statistical analysis was 
performed  using  Student’s  t‐test with  a minimum  confidence  level  of  0.05  (*)  for  statistical 
significance. 
 
2.3.3. Apoptosis assay 
The  induction of an apoptotic reaction, namely  the activity of  the enzymes caspase‐3 and 7  in 
L929  cells  cultivated on Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  samples and polystyrene  (PS)  suspension  culture 
well plates was analyzed by means of Apo‐ONE® Homogeneous Caspase‐3/7 Assay. The assay 
was  performed  48  h  after  initial  cell  seeding  according  to  the manufacturer’s  protocol.  For 
comparison a control sample with cells treated with the apoptosis‐inducing agent staurosporin 
was measured in parallel and the derived values were set to 100 % apopotosis induction 
 
2.3.4. Optical microscopy 
Cell adhesion and spreading were monitored after 24 h and 48 h in culture by light microscopy 
with  an  inverted  Axiovert  100A  Imaging  microscope  (Carl  Zeiss,  Goettingen,  Germany). 
Pictures  were  taken  using  an  AxioCam  MRm  digital  camera  and  analyzed  using  the 
AxioVisionV4.6./V4.7 software package (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). 
 
2.3.5. Field emission scanning electron microscopy (FESEM) 
After a cultivation time of 48 h, the substrates with the L929 cells were rinsed three times with 
PBS  and  fixed with  4.0 %  formaldehyde  for  at  least  30 min  and  dehydrated  by  incubating 
consecutively  in  50 %,  70 %,  90 %,  and  100 %  ethanol.  Samples were  observed  by  a  field 
emission  scanning  electron microscope  (FESEM; S‐4800, Hitachi, Krefeld, Germany) using an 
accelerating voltage of 1.0 kV and a working distance of 8 mm. 
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3. Results 
3.1. Preparation of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates  
Hydrogels  fabricated  for  the  application  in  cell  culture  studies were  crosslinked  from Acr‐
sP(EO‐stat‐PO).  UV‐irradiation  was  used  to  initiate  radical  polymerization  of  the 
macromonomer mixture with added photoinitiator (PI) and crosslinking agent (CL) (Figure 2). 
 
 
Figure 2: Fabrication of bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates.  
Acrylate  end‐functionalized  six‐armed  sP(EO‐stat‐PO)  prepolymers  were  crosslinked  by  UV‐initated 
radical polymerization under addition of a photoinitiator (PI) and crosslinker (CL). 
 
 
To  ensure a nearly  complete  consumption of  the acrylate end‐groups which  could otherwise 
undergo undesired reactions with the biological system, the curing kinetics of the system were 
monitored. It was confirmed that after 10 min more than 90 % of the C‐C double bonds of the 
acrylate end‐groups had been consumed. After 60 min only 2.3 % of unreacted end‐groups were 
left  [53]. Based on  these observations  it was decided  to apply 60 min of UV‐irradiation  to  the 
samples  in order  to ensure virtually  complete  crosslinking. Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  samples were 
fabricated by casting the prepolymer mixture against a smooth silicon surface. 
 
Due  to  the  fabrication mechanism by  crosslinking acrylate  end‐functionalized  sP(EO‐stat‐PO) 
macromonomers changes in the elasticity of the substrates can be easily achieved by altering the 
crosslinking  density.  Through  the  application  of  different  ratios  of  photoinitiator  (PI)  and 
crosslinker (CL) substrates with three different mechanical properties were fabricated (denoted 
as soft, intermediate and stiff) [52, 54].  
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Figure 3: Young’s modulus (MPa) of bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Modulus  of  dry  and  swollen  substrates,  which  were  fabricated  with  different  percentages  (w/v)  of 
photoinitiator (PI) and crosslinking agent (CL).  
 
 
The  stiffness  in  the  swollen  state,  which  is  relevant  for  cell  culture,  was  shown  to  be 
approximately half of that measured  in  the dry state, ranging from ~100 kPa for the softest to 
1 MPa for the stiffest, thus covering one order of magnitude in elastic modulus (Figure 3). 
 
3.2. Cytotoxicity assessment for sP(EO‐stat‐PO) substrates  
The PEG‐based material that is applied in our studies with this particular composition has not 
yet  been  tested  for  a  possible  cytotoxic  effect.  Therefore,  the  impact  of  the material  on  the 
viability of L929 fibroblasts was tested with an indirect cell test. No direct test was possible as 
the material  is known  to be anti‐adhesive and  the majority of  the seeded cells would not stay 
attached  to  the  substrate  and  could  therefore  not  be  used  for  quantitative  studies.  Cell 
membrane integrity as an important indicator for cell viability was tested with a commercially 
available  enzymatic  assay.  Values  shown  in  Figure  4  were  derived  by  comparison  with  a 
control sample of mortalized cells (incubation with DMSO), which was set to 100 % cytotoxicity.  
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Figure 4: Cytotoxicity of bulk sP(EO‐stat‐PO) samples.  
An  indirect  cytotoxicity  test was  conducted with  L929  cultured  for  24  h  in  PEG  conditioned  (72  h) 
medium. The PEG samples had before been extracted in water, acetone or methanol for 24 h. The test was 
performed  in  triplicate with  substrates  of  three different  crosslinking densities.  Statistical  significance 
indicated by **: p<0.01; *: p<0.05. 
 
 
The percentage of dead cells after 24 h  in  the  indirect cell  test with medium which had been 
conditioned with sP(EO‐stat‐PO) samples gave values between 7 % and 16 % depending on the 
sample composition (variations in the amount of PI and CL) and the solvent used for previous 
extraction  of  the  samples.  No  significant  difference  in  cytotoxicitty  could  be  observed 
comparing  soft,  intermediate  and  stiff  samples.  Looking  at  the  impact  of  sample  extraction 
medium, substrates which had been  incubated  in water  for 24 h prior  to  the  test showed  the 
lowest  cytotoxic  effect.  Compared  with  results  gained  by  extraction  with  organic  solvents 
(acetone)  or  without  any  treatment,  the  cytotoxicity  level  detected  for  the  water  washed 
samples was significantly  lower  (p<0.05 and p< 0.01, respectively). As a consequence of  these 
test results samples were stored  in sterile water for at  least 24 h after  the crosslinking process 
prior to in vitro application.  
 
3.3. Fibroblast culture on sP(EO‐stat‐PO) hydrogel substrates 
To  assess  the  cytocompatibility  of  the  sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels,  L929  cells  were  cultured 
directly  on  the  surface  of  bulk  free‐standing  substrates.  Samples  of  the  three  introduced 
elasticities were applied and cell morphology was documented by live imaging after 24 h and 
48 h in culture. Subsequently, fixed and dried cells were further evaluated by means of electron 
microscopy (FESEM). 
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Figure 5: Cytocompatibility of Acr‐sP(EO‐stat‐PO).  
L929 fibroblasts were cultured on smooth, bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples. Substrates were fabricated 
with different percentages (w/v) of photoinitiator (PI) and crosslinking agent (CL) resulting  in different 
mechanical properties. Cell morphology was monitored by light microscopy at different time points (24 h 
and 48 h) after  initial cell seeding. Electron microscopy  images  (FESEM) of cells which were  fixed and 
dried after 48 h are shown in the bottom row. 
 
 
As  it can be derived from Figure 4,  the cell morphology on the three different substrate types 
did  not  vary  significantly,  all  cells displayed  a  round  shape  and  only  little  or  no  stable  cell 
adhesion  occurred.  This  clearly  confirms  the  cell‐repulsive  properties  of  the  PEG‐based 
material. Electron microscopy further showed that the rinsing and fixation of the samples led to 
the  removal  of  a  large  fraction  of  cells.  This  observation  underlines  that  only  a  negligible 
amount of cells was able to establish a contact to the surface. The majority of the cells tended to 
form aggregates after longer cultivation times. The number of cells visible on the images of the 
different  samples  cannot  be  compared directly  as  a  slight  shaking  of  the medium  led  to  an 
immediate re‐destribution of the cells above the surface.  
 
As  it has been  shown  that  cells which are not able  to anchor  to a  substrate often die due  to 
apoptosis,  it was  further  elucidated whether  the  L929  fibroblasts  show  enhanced  apoptotic 
activity  on  the  non‐adhesive  smooth  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels.  The  amount  of  the 
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apoptotic markers caspase‐3 and caspase‐7 after 48 h of cultivation time on the three different 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates and polystyrene (PS) was assessed with a commercially available 
assay  and  compared  to  a  culture where  apoptosis was  specifically  induced  by  staurosporin 
addition (values set to 100 %). 
 
 
 
Figure 6: Apoptotic level of fibroblasts cultured on Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
The induction of apoptosis in L929 cells after 48 h cultivation time on smooth Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples 
was quantified with a caspase‐3/‐7 assay. The samples had before been extracted  in water for 24 h. The 
test was performed in triplicate with substrates of three different crosslinking densities. 
 
 
As seen in Figure 6, cells cultured on the three different sP(EO‐stat‐PO) hydrogels did not show 
an enhanced  level of apoptotic activity compared  to  those seeded on the control substrate PS. 
There  was  also  no  significant  difference  between  the  samples  with  the  three  different 
crosslinking degrees. Cell adhesion to PS after 48 h was confirmed by light microscopy.  
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4. Discussion 
PEG‐based polymers are of great importance as biomaterials for applications in cell and tissue 
engineering,  as  coating  of  implants  or  biosensors,  and  as  drug  delivery  systems  [1,  6].  In 
particular, PEG coatings have been used to minimize surface biofouling by plasma proteins to 
create surfaces that are “invisible” to cells [23, 27, 28, 31]. 
 
Hydrogels  are  appealing  for  biological  applications  because  of  their  high water  content  and 
biocompatibility.  In  the  last  couple  of  decades,  hydrogels  have  attracted  a  great  deal  of 
attention, and significant progress has been made  in designing, synthesizing, and using  these 
materials  for  many  biological  and  biomedical  applications.  In  this  Chapter  a  PEG‐based 
hydrogel was introduced, which has been used as a bulk substrate for cell culture studies. It is 
fabricated  by  crosslinking  six‐armed  star‐shaped  P(EO‐stat‐PO)  macromonomers  by  UV‐
initiated radical polymersisation in a solvent‐free environment (Figure 1). Photopolymerization 
is an efficient method commonly used for producing polymer materials as it allows fast curing 
rates, shows  low energy consumption, functions under mild  temperature and  in a neutral pH 
environment and produces minimal heat [55, 56]. 
 
This particular hydrogel system was chosen for several reasons. First, PEG in general has been 
widely applied and characterized as a biomaterial for tissue engineering applications, is known 
to be biocompatible and  is FDA approved. The UV‐photopolymerization via the acrylate end‐
groups on the sP(EO‐stat‐PO) arms allows tuning of crosslinking density. Therefore, varying the 
amount  of  added  photoinitiator  (PI)  and  crosslinker  (CL)  represents  a  practical  approach  to 
controlling the mechanical properties of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels [52, 54]. This  is of high 
relevance  for  biomedical  applications,  as  it  is well  known  that  cells  feel  and  respond  to  the 
stiffness  of  the  underlying  substrate  [57‐59].  Thirdly,  the  same  hydrophilic  characteristics  of 
PEG  that allow  it  to  form hydrogels also accounts  for  its resistance  to protein adsorption  [39, 
41].  By  these means,  it  is  possible  to  specifically  engineer  cellular  interactions  by  changing 
different  substrate parameters  such as  surface  topography, elasticity and biofunctionalization 
independently.  
 
As  the material  has  not  been  used  in  this  exact  composition  before,  cytotoxicity  tests were 
conducted  to  prove  that  possible  traces  of  unreacted  acrylate  end‐groups,  photoinitiator  or 
crosslinker did not interfere with cell viability. As it can be derived from Figure 4 cells cultured 
in  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  conditioned media  showed  a  cytotoxicity  value  slightly  above  10 %, 
which could be  reduced  to 8 % by  incubating  the samples  in water after crosslinking. As  the 
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extraction  of  the  samples  with  organic  solvents  did  not  lead  to  a  further  improvement  in 
cytocompatibility, the mild and easy treatment with water was chosen for all experiments. 
The  well  known  anti‐adhesive  properties  of  PEG  were  also  confirmed  for  the  bulk  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) hydrogels. As can be derived  from Figure 5 hardly any L929  fibroblasts were 
able to spread on the surfaces of the three different types of gels tested. Additionally as revealed 
by gentle rinsing of the substrates, the cells visible on the surface (Figure 5 top and middle row) 
were not firmly adherent to the gels but were rather floating in the medium. It was attempted to 
quantify the number of cells which were still adherent on the samples after rinsing and fixation 
by fluorescence staining. But the numbers derived were very low (usually <10 for one sample) 
and  standard deviations  calculated were  higher  than  the  actual  values. Thus  no meaningful 
quantitative data could be derived. 
 
Based on the observation that the cells were not able to build stable contacts to the surface the 
consequences for intracellular processes were studied as well. Many anchorage‐dependent cell 
types  stop  to  proliferate  or  can  undergo  a  programmed  cell  death  (apoptosis) without  the 
presence  of  integrin‐mediated  cell‐surface  contacts  [60,  61]. Determination  of  the  activity  of 
apoptotic  markers  in  the  L929  cells  cultured  for  48  h  on  the  different  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
substrates  revealed  no  increase  in marker  activity  (approximately  17 %  of  apopototic  cells) 
compared  to cells on PS  (Figure 6). This observation  is  in accordance with  results  from other 
groups showing that fibroblasts are not very sensitive to lack of adhesions to a solid substrate if 
serum is present in the medium [62, 63]. Although PS, in contrast to TCPS, is not an ideal cell 
culture surface but rather used for suspension culture,  it could be clearly confirmed  that after 
48 h cells were able to adhere and spread on the PS surface (images not shown). 
 
The  introduced  and  characterized Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogel  systems will  be  applied  as  a 
starting material for further studies on the effect of surface topography and substrate elasticity 
on cell behavior (Chapter 4‐6). A cell can sense and respond to a wide range of external signals, 
both chemical and physical, it can integrate and analyze this information and, as a consequence, 
it  can  change  its morphology, dynamics, behavior and,  eventually,  fate. Only  little  is known 
about  if  and how physical  surface  characteristics  of  intrinsically non‐adhesive  substrates  are 
perceived and  responded  to by  the cells. However,  this  is extremely  relevant with  regards  to 
various applications of PEG‐based biomaterials. Besides  the already described possibility of a 
systematic  variation  in  substrate  elasticity  by  changing  the  crosslinking  density,  the  UV‐
initiated  fabrication  method  enables  the  introduction  of  surface  patterns  by  the  method  of 
replica molding. This versatility makes the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogel system outstandingly 
suitable for the application in cell culture. 
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5. Conclusions 
Hydrogels are of high  relevance  for several biomedical applications ranging  from diagnostics 
over  tissue  engineering  scaffolds,  implant  coatings  to  drug  delivery  systems  and  cell 
therapeutics.  We  have  described  the  fabrication  and  the  cytocompatibility  assessment  of  a 
hydrogel  system  based  on  poly(ethylene  glycol).  In  detail,  it  concerns  a  polymer  network 
crosslinked  from  six‐armed  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) 
macromonomers with acrylate end‐groups (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)). Polymerization is initiated by 
UV‐light  exposure. Cell biological  studies with murine  fibroblasts  (NIH L929)  confirmed  the 
expected non‐adhesive nature of the smooth hydrogel surfaces and furthermore ruled out any 
toxic effect of the material. Alterations of the mechanical properties could easily be achieved by 
varying the crosslinking density. So far, no changes in cell phenotype could be correlated with 
the variation in material stiffness. 
 
Follow‐up studies will concern the application of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) for systematic in vitro 
experiments  concentrating  on  the  influence  of  surface  topography  and  substrate  stiffness  on 
cellular reactions. 
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Surface topography induces fibroblast adhesion on  
intrinsically non‐adhesive sP(EO‐stat‐PO) substrates 
 
Important  in developing new biomaterials  is the prevention of non‐specific 
protein  adsorption  and  cell  interactions  that  in  vivo  can  lead  to  a  foreign 
body reaction. On the other hand, the material should support the growth of 
a  specific  cell  type  in  a  defined  way.  We  investigate  the  possibility  of 
manipulating cellular behavior on an intrinsically non‐adhesive material by 
topographic patterning without additional surface chemistry modifications. 
The  biomaterial  applied  is  a  hydrogel  crosslinked  from  six‐armed  star‐
shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide)  macromonomers  with 
acrylate end‐groups. Cell biological studies with a mouse fibroblasts cell line 
(L929)  showed  that,  while  substrates  with  a  smooth  surface  are  non‐
adhesive,  as  expected,  imprinted  topography  enabled  cell  adhesion  and 
spreading. The fibroblasts aligned to micrometer groove patterns and were, 
depending on the respective dimensions, able to span or enter the grooves. 
Especially  substrates with  topography dimensions  in  the cell  size  range or 
smaller (≤10 μm) led to the formation of cell‐surface contacts. On micrometer 
post patterns the cells spread on top of the pillars and wrapped around the 
structures. The strong influence of the topography shows that non‐adhesive 
materials  do  not  necessarily  have  to  be  specifically  bio‐functionalized  to 
enable  cell  adhesion.  Possible  explanations  for  the  cell  behavior  are 
discussed  in  terms of  (initial) protein adsorption and geometry‐dependent 
cytoskeletal arrangements.* 
                                                     
 
 
* Parts of this Chapter have been published: 
  Schulte, V. A. et al. Biomacromolecules 2009, 10, 2795‐801. 
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1. Introduction 
When  living  cells  that  are  present  in  a  fluid  containing  soluble  proteins  (e.g.  blood  or  cell 
culture media)  come  into  contact with  an  artificial  surface,  a  sequence of  events  takes place, 
which  contributes  to  the  long‐term  cellular  reaction.  Right  upon  the  first  contact,  protein 
adsorption  occurs  from  the  fluid  onto  the material’s  surface.  The  cells  approach  the  surface 
more slowly and actually do not contact the material itself, but rather interact with the adsorbed 
proteins  [1].  Thus,  the  composition  of  this  protein  layer  is  a  key mediator  of  cell  behavior. 
Adsorption of cell adhesion proteins such as the extracellular matrix (ECM) proteins fibronectin 
(FN)  and  vitronectin  (VN)  has  been demonstrated  to  cause  cell  adhesion  and  spreading  [2]. 
Specific binding sites present  in  these proteins are  recognized by  receptors  located  in  the cell 
membrane.  Integrins  are  the most  common  transmembrane  receptors  that  interact with  the 
ECM.  Integrin‐induced  adhesion  is  associated  with  a  complex  cascade  of  biochemical  and 
mechanical events resulting in the formation of structures called focal adhesions (FAs) [3]. FAs 
represent  an  inside‐outside  link  between  the  cell  and  the  surface.  The  herein  assembled 
integrins  are  coupled  to  the  F‐actin  filaments  of  the  cell’s  cytoskeleton  via  proteins  such  as 
vinculin and paxillin [4]. They contribute to dynamic changes in cell shape such as spreading or 
migration and also  induce different  signaling cascades  in  the cell  that can  lead  to changes  in 
gene  transcription.  These  intracellular  signals  are  mediated  by  the  assembly  of  different 
proteins and subsequent phosphorylation events [5‐8]. Accordingly, the formation of FAs, cell 
spreading, cell motility and also changes in gene expression are influenced by the distribution 
of  specific binding  sites on  the  surface of  the biomaterial. An  increase  in FN adsorption was 
shown  to  correlate  well  with  increasing  integrin  binding  and  cell  adhesion  [2,  9,  10].  The 
availability of the appropriate binding site in the polypeptide chain can be affected by changes 
in the protein conformation upon the interaction with a material surface [11, 12].  
 
Protein adsorption to surfaces involves multiple electrostatic, hydrophobic, hydrogen bonding 
and  Van  der  Waals  interactions.  The  correlation  between  the  wettability,  initial  protein 
adsorption and  cell binding has been  studied extensively  [13‐17]. Concerning FN adsorption, 
two different states of the protein were detected, the one with a more active conformation being 
on a hydrophilic surface  [18, 19]. On hydrophobic materials,  the hydrophobic  interactions are 
stronger, which  leads to a significant change  in the protein conformation (secondary structure 
rearrangement). Consequently,  less  spreading of  fibroblasts  is observed on hydrophobic  than 
on hydrophilic surfaces [20]. Additionally, the ability of cells to reorganize the adsorbed FN on 
a  surface  decreases  with  decreasing  wettability  because  of  a  strong  hydrophobic 
interaction [21]. Rearrangement of the initial protein layer by the cells and the deposition of new 
ECM is however one requirement for sufficient cell spreading [20, 22]. The optimum wettability 
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of  a  substrate  for  the  culturing  of  fibroblast  has  been  estimated  to  range  between  55  °  and 
75 ° [14,  23].  Besides  wettability  also  functional  groups  and  charges  present  on  the  surface 
influence protein adsorption and therefore cell adhesion [24, 25]. 
 
For  many  biomedical  applications  such  as  tissue  engineering,  prosthetics  and  biosensory 
systems,  the  described  initial,  unspecific  adsorption  of  proteins  and  cells  is  unwanted. 
Therefore, much effort has been focused on the development of inert, protein resistant materials 
and coatings [26‐28]. Poly(ethylene glycol) (PEG), for example, is a widely used inert material. 
The suitability of PEG derivatives for the application as non‐fouling coatings is supported by a 
great  amount  of  comprehensive  studies  on  the  molecular  background  of  this  remarkable 
property  [29‐35].  Based  on  these  results  and  on  several  successful  applications  of  PEG,  it  is 
generally accepted that any surface covered with PEG (or poly(ethylene oxide), PEO) is protein‐ 
and  cell‐repellent  (provided  that  the  density  of  the  protein  resistant material  is  sufficient  to 
shield the underlying surface); in principle including curved or 3D surfaces. 
 
In  the present  study we  investigate  a bulk hydrogel  crosslinked  from  six‐armed  star‐shaped 
poly(ethylene oxide‐stat‐propylene oxide) macromonomers  (denoted as sP(EO‐stat‐PO)). Glass 
coated with a thin sP(EO‐stat‐PO) hydrogel layer has been shown to prevent protein adsorption 
and cell adhesion  [36]. Our bulk sP(EO‐stat‐PO) hydrogels are highly crosslinked via acrylate 
end‐groups,  denoted  as  Acr‐sP(EO‐stat‐PO).  They  are  hydrated  (in  cell  culture)  and  their 
surfaces consist of pure sP(EO‐stat‐PO) material, and there is no underlying surface that could 
be  attractive  for  unspecific  protein  adsorption  from  cell  culture  medium.  Thus,  these  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) samples are expected not to support cell adhesion. 
 
Nevertheless, besides the surface chemistry of the material determining the protein adsorption 
also the substrate’s topography has a great influence on the behavior of cells at interfaces. It has 
been known  for  almost  100 years  that  cells  respond  to  topographic  cues  [37].  In 1941, Weiss 
denoted  the  observed  phenomenon  of  alignment  on  uniform  linear  patterns  as  “contact 
guidance”, which is still the term used today to describe changes in cell morphology according 
to  the  underlying  topographic  structure  [38].  Along  with  elongated  shape,  the  cell’s 
cytoskeleton also displays directional organization [39]. A wealth of research has been carried 
out  concerning  contact  guidance  on  different  materials  with  different  sizes  and  shapes  of 
patterns and different cell types [40‐42]. Experiments with fibroblasts showed that micrometer 
features with sizes smaller than the cell’s dimensions evoke much stronger reaction than bigger 
sized topography. Also the depth of the features plays an important role for the intensity of the 
alignment. Cells on shallower  lines show a weaker response (less alignment), but as soon as a 
certain  threshold  is exceeded  (i.e. 400 nm) a  further  increase  in depth does not have a strong 
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effect  anymore  [43,  44]. Finally, not only  μm‐sized  topographies  are  recognized by  the  cells; 
more  recent  results with  nanometer  scale  features  revealed  that  e.g.  epithelial  cells  align  to 
70 nm wide  ridges  and  spreading  of  endothelial  cells  is  influenced  by  13  nm  high  surface 
structures [45‐47].  
 
The Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates  for our experiments were prepared by UV‐initiated radical 
crosslinking which  allows  straightforward  topographic  patterning  of  the  surface  by  the  soft 
nanolithography techniques (nano)imprinting or replica molding [48]. Transfer of patterns from 
structured silicon masters to Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples can be reproduced down to nm range 
sizes  [49].  The  presented  results  confirmed  that  the  bulk  hydrogels  are  inert  in  cell  culture: 
fibroblasts are not able to adhere, probably due to the minimal protein adsorption. However, on 
patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) surfaces cells do adhere and display the contact guidance effect. 
Considering  that  the  chemical nature of  the  surfaces  is not altered by  the  imprinting process 
these  results  are  highly  unexpected  and  intriguing.  The  apparent  topography‐induced  cell 
adhesion  and  spreading  on  the  intrinsically  inert material  are  discussed  in  terms  of  altered 
protein adsorption to the 3D PEG surfaces.  
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2. Materials and methods 
2.1. Material fabrication 
The  acrylation  of  the  sP(EO‐stat‐PO)  macromonomers  and  the  preparation  of  the  curing 
mixtures  was  performed  according  to  the  procedure  described  in  detail  in  Chapter  3, 
section 2.1.  
 
2.1.1. Fabrication of unpatterned and micropatterned substrates 
The masters  exhibiting  μm‐sized  structures  (grooves  or  round  holes)  on  their  surfaces were 
purchased  from Amo GmbH, Aachen, Germany.  Prior  to  the  replication  the  cleaned  silicon 
masters  were  fluorinated  with  trichloro(1H,1H,2H,2H‐perfluorooctyl)silane  97  %  (Sigma‐
Aldrich Chemie, Munich, Germany). 
 
For  the  fabrication  of  substrates  typically  25  μl  of  the  starPEG mixture was dispensed  on  a 
silicon master, a cover glass (18x18 mm2) was placed on top and samples were cured with UV‐
light (366 nm) for 60 min. After curing, Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates were immersed in sterile 
water to loosen from the master and the glass. Samples were afterwards rinsed three times with 
sterile water and Dulbecco’s phosphate buffered saline (PBS) (PAA, Cölbe, Germany) before cell 
experiments.  The  hydrogel  samples were  cut  into  square  pieces  of  approximately  1  cm2  or 
circles of 6 mm diameter and placed  in 24‐ or 96‐well suspension culture plates  (Greiner Bio‐
One, Frickenhausen, Germany), respectively. Tissue culture polystyrene (TCPS) dishes (Greiner 
Bio‐One, Frickenhausen, Germany) were used as a reference substrate. 
 
2.2. In vitro cell culture studies 
2.2.1. Fibroblast cell culture 
Mouse  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH L929  (DMSZ, Braunschweig, Germany)  and 
human dermal fibroblasts (HDFs, passages 3‐7) (kindly provided by Y. Marquardt, Institute for 
Dermatology, University Hospital Aachen, Germany) were used for the experiments. L929 cells 
were cultured in RPMI‐1460 and HDFs in DMEM medium, both supplemented with 10 % fetal 
bovine serum and 1 % penicillin/streptomycin. The culture medium was exchanged every two 
days. Cells were harvested with 0.25 %  trypsin/EDTA. For  the cultivation experiments 60,000 
L929 cells/ml RPMI medium or 25,000 HDFs/ml DMEM were used (all reagents purchased from 
PAA, Cölbe, Germany). 
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2.2.2. LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity staining 
Viability  staining  of  the  cells  after  different  cultivation  times was  carried  out  according  to 
protocol with a LIVE/DEAD® staining kit (Invitrogen, Karlsruhe, Germany). As all viable cells 
are able to actively metabolize a substrate given, they show green fluorescence. Dead cells with 
a non‐integer cell membrane show a red fluorescence due to the incorporation of a second dye. 
 
2.2.3. Immunological staining 
For immunological staining cells were fixed in 4.0 % formaldehyde, pH 7 (Carl Roth, Karlsruhe, 
Germany), permeabilized with 0.1 % Triton X‐100 (Sigma‐Aldrich Chemie, Munich, Germany) 
and blocked in 1 % bovine serum albumin (BSA) (Servia Electrophoresis, Heidelberg, Germany) 
in PBS. Samples were incubated with murine monoclonal anti‐vinculin (1:100 in PBS with 1 % 
BSA (PBSA)) for 1 h followed by fluorescein isothiocyanate (FITC)‐conjugated goat anti‐mouse 
IgG secondary antibody (1:100) incubation for 1 h. To detect F‐actin (simultaneously), cells were 
labeled  with  tetramethylrhodamine  isothiocyanate‐conjugated  phalloidin  (rhodamine 
phalloidin) (1:500) for 30‐45 min, eventually followed by DNA staining with 4’,6‐diamidino‐2‐
phenylindole (DAPI) (1:1000) for 5 min (Chemicon, Schwalbach, Germany). 
 
2.2.4. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and spreading were monitored at different cultivation times (1 h to 4 d) by light 
microscopy  using  an  inverted  Axiovert  100A  Imaging  microscope  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany), equipped with  the  incubation unit XL 100/135 with  temperature and CO2  control. 
For fluorescence microscopy Axio Observer Z1, equipped with an ApoTome system was used 
to  achieve  optical  sectioning  through  the  fluorescent  samples.  Pictures were  taken  using  an 
AxioCam MRm digital camera and analyzed using the AxioVisionV4.6./V4.7 software package 
(Carl Zeiss, Goettingen, Germany). 
 
2.2.5. Field emission scanning electron microscopy (FESEM) 
After a defined  time of  incubation,  the substrates with cells were rinsed  three  times with PBS 
and  fixed  with  4.0  %  formaldehyde  for  at  least  30  min  and  dehydrated  by  incubating 
consecutively  in  50 %,  70 %,  90 %,  and  100 %  ethanol.  Samples were  observed  by  a  field 
emission  scanning  electron microscope  (FESEM; S‐4800, Hitachi, Krefeld, Germany) using an 
accelerating voltage of 1.0 kV and a working distance of 8 mm. 
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3. Results 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels were applied in cell experiments with L929 fibroblast to compare 
the  adhesion  and  spreading  behavior  of  the  cells  in  dependence  of  the  materials’  surface 
characteristics and imprinted topographic structures. 
 
3.1. Cell behavior on unstructured hydrogels 
Live imaging of fibroblasts seeded on flat and smooth Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates (prepared 
by  UV‐curing  against  a  smooth  silicon  surface)  showed  no  cell  spreading  on  the  surfaces 
(Figure 1 and Chapter 3). Still it was observed that a few of the cells were able to adhere. After 
2 h  to  4  h  of  incubation  some  single,  round‐shaped  cells  started  to  attach  to  the  substrate. 
During proceeding  incubation  (up  to 72 h)  the  cells  tended  to  form  small  cell  clusters  rather 
than being distributed  randomly  as  single  cells  over  the  surface. This was partly due  to  the 
exploring cells encountering each other and sticking together and to the fact that proliferating 
cells stayed in direct cell‐cell contact. All cells were completely round and did not flatten upon 
contact with the hydrogel surface.  
 
 
 
Figure 1: L929 fibroblasts cultured on smooth, bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Cell morphology, viability and  the cell cytoskeleton were monitored 24 h after  initial cell seeding. One 
live  image,  fluorescence micrographs of viability staining with LIVE/DEAD® staining kit as well as of 
fixed cells stained with fluorescent (rhodamine) phalloidin and DAPI and electron micrographs (FESEM) 
of fixed and dried cells are shown. 
 
 
 
 106
The viability of the cells present on the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) surface was confirmed by staining 
with  LIVE/DEAD®  staining  kit.  Also  some  small  protrusions  probing  the  substrate  were 
formed and often  retracted  in a matter of minutes. Actin  stained with  fluorescent phalloidin, 
was  present  in  these  protrusions.  However,  no  pronounced  stress  fiber  network  could  be 
detected  in  the  cell  body,  as  revealed  by  optical  sectioning  of  the  stained  cells  using  the 
ApoTome system  (F‐actin staining, upper  image).  In order  to  locate  the possible  formation of 
focal  contacts or  focal adhesion  the  fixed  samples were  immunostained  for vinculin. A weak 
fluorescence  signal was detected  throughout  the  cell and no accumulation at  the  cell  surface 
contact area could be detected.  
 
With high  resolution electron microscopy  (FESEM) of  the  fixed and dried  samples only very 
few  adherent  cells  with  a  small  contact  area  to  the  surface  could  be  detected  (see  also 
Chapter 3). The loss of cells during the staining and drying procedures correlates to the absence 
of  established  cell‐surface  contacts.  The  cells  visualized with  FESEM  had  formed  some  cell 
protrusions e.g. thin filopodia on the substrate, but the cell body appeared completely round. In 
addition, some cell clusters were present on the dried samples.  
 
3.2. Cell spreading and alignment on micro‐structured surfaces 
Patterned  hydrogel  substrates were  fabricated  by  imprinting  surface  structures  from  silicon 
masters via replica molding. Two types of patterns were applied: post patterns with pillars of 
3 μm diameter, center‐to‐center distance of 6 μm and a structure height of 3 μm; and regular 
line  patterns with  different  groove width  (5‐50  μm),  varying  space  between  the  grooves  (5‐
50 μm) and a constant depth of 5 μm. With this combination not only the impact of topography 
in general but also the dependence of the pattern size on the cell reactions was investigated. 
 
Cultivation  experiments  with  L929  fibroblasts  on  the  post  patterned  surfaces  revealed  a 
topography‐induced change in morphology. The cells responded to the pattern with flattening 
on  the  surface  in  accordance  with  the  square  lattice  of  the  pattern.  Already  after  4  h  of 
incubation  interactions of  the cells with  the  topographic structures could be seen. Protrusions 
(e.g.  flat  lamellipodia) were  formed, contacting and wrapping around  the circumjacent posts. 
The cell body started to flatten around the surface structures (Figure 2, upper row). After 24 h 
the spread cells were covering an area of typically 4 to 6 posts (Figure 2, bottom row). The cell 
area  and  the  cell  number  were  increased  in  comparison  with  the  smooth  substrates.  The 
enhanced cell cluster  formation, as  it could be seen on smooth Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates, 
was not observed on the patterned hydrogels. 
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Figure 2: L929 fibroblasts cultured on post patterned bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Cell morphology and position as well as the actin cytoskeleton were monitored at different time points 
after  initial  cell  seeding  (4  h  and  24  h).  Live  images,  fluorescence  images  (optical  sectioning  with 
ApoTome) of cells stained with rhodamine phalloidin and electron microscopy (FESEM) images of fixed 
cells are shown. 
 
 
Staining with fluorescent phalloidin showed F‐actin present around the post outlines under the 
cell  body  as well  as  in  the protrusions  contacting  and  encompassing  the  surrounding posts. 
Some  actin  filaments were  also  spanning  through  the  cell  body.  Fluorescence  images  show 
optical  slices  through  adherent  cells,  parallel  to  the  substrate  surface.  This  imaging method 
proved  that  the  cells did not predominantly have  contact  to  the  top  surface of  the posts but 
adapted  their shape around  the posts by  filling  the  interspaces and “incorporating”  the small 
structures.  Immunostaining  for vinculin  showed  the  strongest  fluorescence –in accordance  to 
the actin location‐ at the interface to the vertical side of the posts (image not shown). 
 
The live imaging observations, i.e. the structure‐dependent flattening of the cells, the formation 
of  filopodia and  their adhesion around  the posts, were  confirmed with FESEM on  fixed and 
dried  samples.  Especially  the  second  image  from  the  right  in  the  bottom  row,  showing  a 
toppled over post with an  indentation  in the cell body, shows how the cells “incorporate” the 
structures of the hydrogel substrate. 
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L929  fibroblasts  cultivated on  line patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  showed enhanced  spreading 
compared  to  the ones on  flat  substrates. The  cells aligned along  the direction of  the grooves 
(Figure 3).  
 
 
 
Figure 3: L929 fibroblasts cultured on line patterned bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples were imprinted with line patterns (10 μm groove width, 20 μm space, 5 μm 
depth). Cell morphology and position as well as the actin cytoskeleton were monitored at different time 
points after initial cell seeding (24 h: top row, 4 h and 24 h: bottom row). One live image and fluorescence 
images  of  cells  stained with  rhodamine  phalloidin, DAPI  and  vinculin‐specific  antibodies  are  shown. 
Right image in top row shows a substrate area where the line patterned (indicated by the grey bars) and 
an adjacent smooth region can be seen. 
 
 
Live and fluorescence  images were taken at two different time points after cell seeding, at 4 h 
and 24 h. It becomes clear that the predominant location of the cells in between the grooves is 
already apparent after 4 h of cultivation time. After 20 additional hours in culture, the cells were 
more  spread  and  had  a  larger  cell‐surface  contact  area.  Fluorescence  staining  of  F‐actin 
confirmed  the  influence  of  the  line  pattern  on  the  cells’  morphology;  F‐actin  was  visible 
especially  along  the  contact  interface  at  the  edges  of  the  pattern.  Optical  sectioning  (with 
ApoTome)  of phalloidin  and DAPI  stained  samples  revealed  that  the  actin  cytoskeleton was 
reaching  the  bottom  of  the  5  μm  deep  grooves  and  that  the  cells’  nuclei were  also  located 
between the bars, occasionally showing an oval rather than a round shape. Staining for the focal 
adhesion  protein  vinculin  confirmed  enhanced  localization  of  the  protein  close  to  the  cell‐
substrate  interface and especially  in  the protrusions attached along  the  sides of  the bars. For 
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better visualization, images showing the vinculin staining are given separately from those with 
DAPI  and  phalloidin  staining.  The  cell  body was  not  always  located  completely  inside  the 
grooves;  some extensions  (lamellipodia) were also growing over  the  top of  the bars.  In  those 
structures F‐actin filaments and vinculin were present. 
 
The selective occurrence of the described adhesion and alignment only on micropatterned Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)  substrates could  further be confirmed by applying  samples with adjacent  line 
patterned and smooth regions (top row, right image). Only on the patterned area (lower part of 
micrograph) L929  cells  could  adhere. The  cell bodies were  found  to  adapt  their morphology 
around the pattern structures. 
 
Comparing the different structure sizes (5 to 50 μm), grooves of 5 or 10 μm width resulted  in 
the strongest cell reaction (for quantitative results, see Chapter 6). The fibroblasts were mainly 
located  in  the 10 μm wide grooves, while on  the patterns with 5 μm width  the cell body was 
predominantly  located  above  the  groove  sometimes  also  reaching  into  the  narrow  gap. On 
samples with  larger grooves (e.g. 20 μm), the cells were not able to span the complete groove 
bottom but were found to adhere to one groove site only. On the samples with wider grooves, 
the cells tended to form clusters like it was observed on the smooth substrates. On the contrary, 
on  smaller  sized  patterns  the  cells  were  distributed  as  single  cells.  Representative  FESEM 
images of cells which were fixed and dried after 24 h cultivation time (Figure 4) underline these 
observations.  It must  be  noted  however,  that  due  to  the  swelling  of  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
samples in cell culture medium the patterns in culture slightly differ in size from those on the 
silicon masters (see Chapter 6 for details).  
 
 
 
Figure 4: L929 fibroblasts cultured on line patterned bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples were imprinted with line patterns (5, 10 or 20 μm groove width, 10 or 20 μm 
space, 5 μm depth). Cell morphology and position were monitored by electron microscopy (FESEM) of 
cells which were fixed after 24 h and dried. 
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To  test whether  the observed  cell adhesion‐mediating  influence was not only evident  for  the 
immortalized L929  cell  line, also primary HDFs were  cultured on  line patterned and  smooth 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates. As already seen for the L929 cells, hardly any adhesion occurred 
on the smooth samples, with all cells exhibiting a small size and rather round shape (images not 
shown). Live and fluorescence images of HDFs on the patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates 
on the contrary confirmed the adhesion‐mediating effect of the surface topography (Figure 5).  
 
 
 
Figure 5: HDFs cultured on line patterned bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples were imprinted with line patterns (10 μm or 25 μm groove width, 20 μm or 
25  μm  space,  10  μm  depth).  Cell  morphology  and  position  as  well  as  the  actin  cytoskeleton  were 
monitored  24  h  after  seeding. One  live  image  as well  as  fluorescence  images  (optical  sectioning with 
ApoTome) of cells stained with rhodamine phalloidin and DAPI are shown. Viability was confirmed with 
LIVE/DEAD® staining kit after 24 h cultivation time. 
 
 
As it can be derived from the different micrographs the predominant location of the HDF cells 
which are significantly larger when spread was in the grooves. Due to the mentioned difference 
in size the patterns applied for HDF cell culture were chosen with a groove width of 25 μm (or 
10  μm  left  bottom  image).  In  contrast  to  the  L929  cells,  which  only  rarely  showed  the 
development  of  stress  fibers, many  of  the  aligned HDFs were  able  to  polymerize  an  actin 
cytoskeleton when spreading on the patterned surfaces. 
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4. Discussion 
Results  of  cultivation  experiments  with  L929  fibroblasts  and  HDFs  on  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
confirmed the expected non‐adhesive properties of the hydrogels to a large extent. On smooth 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates only a small amount of adherent L929 and HDF cells could be 
seen. L929 cell were dynamically forming protrusions, probing the surface. Those fibroblasts all 
had  a  round  shape  and  tended  to  form  small  cell  clusters with  proceeding  incubation  time 
(Figure  1). As  reported  in  literature,  cell‐cell  contacts  are more  prevalent when  there  is  no 
strong substrate adhesion via integrins [50]. These findings can explain our observations, since 
PEG  is  well  known  to  be  protein‐repellent  and  therefore  should  not  allow  any  integrin‐
mediated  cell  adhesion.  The  formation  of  membrane  protrusions  (e.g.  filopodia  and 
lamellipodia)  in combination with cytoskeletal rearrangements (F‐actin assembly)  is necessary 
for cell spreading and migration. If the substrate does not allow a sustainable contact between 
the surface and the protrusions, they are retracted [51, 52]. The absence of actin stress fibers in 
the  cell  body  and  the  lacking  localization  of  the  adhesion  protein  vinculin  at  the  contact 
interface  ‐as  shown by  immunological  staining‐  support  the  assumption  that  focal  adhesions 
(FAs)  are  not  assembled  in  L929  cells  on  the  unpatterned  hydrogel  substrates.  Also  HDFs 
showed no stable interaction in the form of cell spreading. They kept a rather round and small 
morphology, similar to that observed in suspension. 
 
By  means  of  UV‐based  imprinting,  line  and  post  patterns  of  different  dimensions  were 
introduced to the surface of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates. In cultivation experiments, L929 
fibroblasts were demonstrated to adhere and also –depending on the specific geometry‐ to align 
to  those  surface  topographies.  In  particular,  patterns  with  groove  widths  around  the  L929 
fibroblasts’  size  (5‐10  μm)  led  to an adaptation of  the  cell  shape  to  the  substrate  topography 
(Figure  3).  These  morphological  changes  were  observed  by  live  imaging,  FESEM  and 
fluorescence  microscopy  (after  immunological  staining  to  visualize  the  cytoskeleton,  the 
position and shape of the nucleus and the  location of the FA‐associated protein vinculin). The 
spreading and alignment on topographic patterns was accompanied by a localization of F‐actin 
at the interface, especially inside protrusions adherent along the side of the bars or around the 
posts. Additionally,  in  some  cells  stress  fibers were  assembled  in  the  cell  body.  Staining  for 
vinculin confirmed a higher prevalence of this adhesion protein at the cell‐surface interface and 
especially  at  the  borders  of  the  protrusions  (Figure  3). Adhesion  structures  observed  on  the 
patterned substrates  resembled dynamic  focal contacts with actin organized  in  the peripheral 
filopodia and  lamellipodia. Still  they did not develop  into FAs  comparable  to  those  typically 
seen in cells attached to the control surface TCPS or to glass.  
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Live  images and visualization of phalloidin‐stained HDFs confirmed  the already  for  the L929 
cells described influence of topography on cell morphology. The cells aligned along the pattern 
outlines. Due  to  the  larger  size of  the HDFs,  especially when  spread,  those  cells  favored  the 
patterns with 25 μm width. Nevertheless, also the small patterns induced a strong alignment of 
the cells. F‐actin fibers were shown to be polymerized in many of the adherent HDFs (Figure 5). 
 
The live imaging observations of cell shape and position correlate well with the FESEM results 
of substrates from L929 cell culture (Figure 2 and 4). Still on many samples live imaging showed 
a  larger number of adherent cells  than FESEM  images of  the respective samples. This  is most 
probably  due  to  the  sample  preparation,  which  includes  rinsing  with  buffer,  fixation  and 
drying. During  this procedure, weakly adherent  cells  can  easily be  removed. This  effect was 
observed more notably on flat Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates, which were less supportive of cell 
adhesion.  
 
So  far  it  can  be  summarized  that  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogel  per  se  is  not  supporting 
sustainable cell adhesion. However, surface micro‐structuring dramatically improves the ability 
of the cell line L929 and the primary HDFs to adhere. Independent of the visualization method, 
we see induction of cell adhesion and cell morphology adaptation, or contact guidance, on the 
patterned substrates. In addition, for  the L929 cells focal contacts  indicated by an assembly of 
vinculin  and  F‐actin  anchorage  were  predominantly  found  on  the  bottom  parts  of  the 
topographic structures and on the edges.  
 
We consider a number of possible explanations for the topography induced adhesion: 
 
a) At the edges of the topographic structures, the amount, type or conformation of adsorbed 
proteins might be different compared to the flat surfaces. This could be due to a difference 
in surface chemistry or surface energy or to an effect of topography (i. e. ECM proteins like 
to  adhere  on  a  rectangular  step). Additionally,  the  surface may  contain  a  certain  (nano) 
roughness at the edges of the topographical structures due to the replication from a micro‐
fabricated silicon master, which could support protein adsorption. 
 
b) Cells in the grooves or in the interspaces between the posts have greater proportion of their 
surface in contact with the substrate material which consequently could results in a higher 
possibility  of  contact  establishment  and  protrusion  outgrowth.  The  environment 
encountered by the cells resembles more a natural 3D environment than the unstructured 
flat surfaces.  
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c) The geometry or the discontinuities of the surface influence the cells directly by inhibiting 
or promoting cytoskeletal organization. 
 
d) The different rigidity of the surface structures may explain the improved cell adhesion. 
 
Although  the  four  arguments  are  of  quite  different  quality,  they might  all  contribute  to  an 
explanation on how  the  topography changes  the adhesion characteristics of  fibroblasts on  the 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogel.  It  has  already  been  found  that  ECM  proteins  such  as  FN  and 
Fibrinogen  accumulate  along  sharp  grooves  and  ridges  on  silicone  rubber  surfaces  [53]. 
Nevertheless,  it  is  not  clear  if  this  can  be  addressed  to  the  topography  itself  or  to  surface 
chemistry changes at the edges (argument a)). We also consider that the surface energy on the 
structures might be different from that of a smooth surface of the same material [54]. 
 
As  the micro‐fabrication  process  of  the  silicon masters  used  for  imprinting  of  the  polymer 
substrates involves etching, the perpendicular sites of the bars and posts on our samples have 
most probably a certain roughness, which can also support protein adsorption and hence cell 
adhesion  (argument  a)  [55]. One  or  all  of  the  three mentioned  explanations  for  a  change  in 
protein adsorption might be a reason for the fibroblasts to have predominant contact with the 
sides of the bars or of the posts rather than to be located on the space in between.  
 
To  further  support  this  line  of  argumentation  preliminary  protein  adsorption  studies  were 
carried  out  applying  immunostaining  methods.  On  some  patterned  samples  we  observed 
significant adsorption of BSA, bovine FN and bovine VN from single‐protein solutions  in PBS 
(for more comprehensive  results on protein adsorption see Chapter 5). The  latter  two are  the 
most  important adhesion‐mediating proteins present  in  serum  [2]. Studies with  fluorescently 
labeled BSA verified  that  the protein did not significantly diffuse  into  the post structures, but 
rather  adsorbed  to  the  side walls  and  on  areas  on  the  samples, which  showed  defects,  for 
example where post structures were damaged or completely  torn off during  the separation of 
the hydrogel replica from the mold. On such areas the surface is expected to be rougher than on 
the areas between the structures. 
 
Besides these arguments considering a topography induced change in protein adsorption as the 
elicitor  of  the  observed  cellular  reactions,  also  the  greater  cell‐surface  contact  area  on  the 
structures compared to the flat surfaces might influence the possibility of a sustainable contact 
formation  allowing  cell  alignment  (argument  b).  Furthermore  the  cells  –once  settled  down 
between the structures‐ are shielded from forces of the liquid fluctuation. Therefore those cells 
do not only have  a  larger part of  their  surface  in  contact with  the  substrate but  also have  a 
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longer residence time to form protrusions and to establish adhesive contacts. Still this argument 
implies  that  protein  adsorption  to  the  hydrogel  is  possible  to  the  extent  that  it  allows  cell‐
substrate interaction (argument a). 
 
The third argument considers the surface topography itself to be the guidance cue for the cells 
(argument c). Walboomers et al. suggested that the breakdown and formation of fibrous cellular 
components (protrusions) are influenced by microgrooves; actin polymerization is inhibited in 
the lamellipodia that encounter a ridge structure when extending from the membrane. If the cell 
protrusions  that  probe  the  substrate  for  adhesion  sites  reach  a  perpendicular  structure  they 
recognize it as an obstacle and will not give rise to actin polymerization. On the contrary, actin 
filaments will preferentially  form and elongate along  the groove;  in  the direction of  the  least 
resistance. This consequently leads to an aligned cell shape [44]. This argument is supported by 
our results showing more intense spreading of cells in narrower grooves (Figure 4).  
 
It  is  known  that  cell  spreading  is dependent  on  the  substrate  stiffness  to  a  large  extent  [51, 
56‐58]. The  cells  probe  the  stiffness  of  their  surrounding  by  exerting  tractile  forces  via  their 
adhesion  complexes.  Especially  on  thin  or  patterned  substrates  these  forces  can  result  in 
detectable  deformation  of  the  surface  [59].  This  was  also  occasionally  observed  on  our 
substrates. Small structures can be deformed more easily as they are less rigid compared to bulk 
substrates.  This  could  result  in  a  changed  perception  of  the  substrate  stiffness  by  the  cells 
located on the structures; the material appears to be softer. As highlighted with argument d) the 
lower rigidity of micrometer structures compared  to  the  flat surfaces might be  the  inducer of 
the cell spreading (see also Chapter 6).  
 
Based on our present results we are not able to draw an unambiguous conclusion whether the 
cell behavior on topographically patterned substrates is different from that on smooth surfaces 
only due  to  changes  in protein  adsorption mediating  cell  reactions or  if  the  topography  and 
deformability  is also effecting  the  fibroblasts. We aim  to get more  insight  into  this matter by 
determining the type, amount and  location of the adsorbed proteins. Additionally, changes  in 
the aspect ratio of the structures (e.g. different structure heights and width) shall point out the 
contribution of the topography. 
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5. Conclusions 
In  our  studies we  tested Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogel  substrates  for  the  adhesion  of murine 
(L929) and primary human fibroblasts  in dependence of  the surface  topography. The material 
bears  cell‐repellent  characteristics  as  a  flat  substrate;  on  the  surface  only  a  small  amount  of 
round  shaped cells could be detected  that did not develop  sustainable adhesion  sites. Micro‐
structuring  by  embossing  a  defined  topography  of  lines  or  posts  to  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
surface  however  enabled  cell  adhesion.  On  the  patterned  surfaces,  F‐actin  fiber  formation, 
vinculin  accumulation  and  alignment  to  the  structure  outlines  was  monitored.  These 
observations might be linked to differences in protein adsorption, and the additional influence 
of topography itself or changes in structure deformability.  
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Topography induced cell adhesion to Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels: the role of protein adsorption 
 
In  our  recent  research  we  have  shown  that  the  topographic  surface 
patterning of  intrinsically non‐adhesive poly(ethylene oxide‐stat‐propylene 
oxide)‐based  hydrogels  led  to  the  adhesion  and  spreading  of  fibroblasts. 
Within  the presented study, potential explanations  for  this unexpected cell 
behavior are further discussed, especially with regard to non‐specific protein 
adsorption  from  the  serum‐supplemented  culture  medium.  First,  the 
presence  of  serum  proteins,  supplemented  to  the  cell  culture medium,  is 
shown  to be essential  for  the observed adhesion. Further, we  confirm  that 
adsorption  of  the  plasma  and  extracellular  matrix  (ECM)  proteins 
fibronectin  (FN)  and  predominantly  vitronectin  (VN)  to  the  hydrogels  is 
possible.  The  effect  of VN  on  initial  cell  adhesion was  analyzed  in more 
detail by in vitro cell culture studies on samples that had been pre‐incubated 
with VN. While VN pre‐incubated  smooth  samples  only  induced  a  short‐
term  adhesion  of  a  small  amount  of  cells,  in  combination  with  surface 
topography,  VN  led  to  a  significant  increase  in  stable  cell  adhesion, 
spreading and cytoskeletal organization. We conclude that VN  is the major 
serum  component  that  is  crucial  for  initial  cell  adhesion  to  PEG  and  that 
surface  topography  is essential  for  further, durable adhesion establishment 
and spreading.  
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1. Introduction 
Surfaces  that have  the ability of eliciting  specific cell  responses are  important  to both  in vitro 
and  in  vivo  applications,  ranging  from  the  fabrication  of  cell  culture  substrates  to  the 
development of implant biomaterials with selective surface functionalization. Consequently the 
prevention of unspecific protein adsorption and cell  interactions  is a prerequisite. One of  the 
most widely  applied  protein‐  and  cell‐repulsive materials  is  poly(ethylene  glycol)  (PEG)  [1]. 
Different  theories  have  been  proposed  concerning  the mechanism  behind  the  very  effective 
protein repellency of PEG [2‐5]. Especially for PEG coatings parameters such as chain length or 
chain density have  been pointed  out  to  influence  the  resistance  of protein  adsorption  to  the 
surface [5‐8].  
 
Recently we have studied the influence of micrometer sized surface topography on the protein‐ 
and  cell  ‐repulsive properties  of PEG hydrogels  [9]. Bulk,  free‐standing hydrogels  fabricated 
from  six‐armed  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) macromonomers with 
acrylate  end‐groups  (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)) were  applied  for  these  studies.  The  prepolymer  is 
UV‐curable,  which  enabled  the  fabrication  of  topographic  surface  patterns  by  UV‐based 
imprinting [10]. In vitro cell culture experiments with human dermal fibroblasts (HDFs) and the 
murine fibroblast cell line L929 revealed that while smooth hydrogel substrates were repulsive 
to cell adhesion, regular line and post patterns on the surface induced fibroblast adhesion and 
alignment (see Chapter 4 and reference [9]).  
 
Topography‐induced changes  in cell morphology  (“contact guidance”) and cell  function have 
been  proven  for  a  wide  range  of  cell  types  [11‐14].  The  different  cellular  mechanisms 
determining  topography‐dependent  cell behavior are  still  subject  to discussion. Nevertheless, 
the  presence  of  stable  cell  adhesions  mediated  by  binding  of  integrin  receptors  to  surface 
adsorbed proteins is understood as a common prerequisite for contact guidance. Studies on the 
influence of  topography were  therefore always  conducted on  surfaces, which also  supported 
cell  adhesion  to  a  great  extent  when  being  smooth  (e.g.  surfaces  coated  with  proteins  or 
peptides). Only little has been reported about the effect of surface topography on cell behavior 
on  materials  which  are  intrinsically  not  allowing  cell  adhesion  such  as  PEG  [15,  16].  We 
therefore aim to explain our intriguing findings that topography induces cell adhesion to PEG‐
based hydrogels.  
 
As  put  forward  above,  proteins  always  seem  to  play  an  important  role  for  cell‐material 
interactions. Consequently, the present study focuses especially on the involvement of possible 
protein adsorption to the hydrogel surfaces as the cell adhesion enabling effect. We investigated 
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the  adsorption  of  the  plasma  and  extracellular  matrix  (ECM)  proteins  fibronectin  (FN), 
vitronectin  (VN)  and  albumin  (bovine  serum  albumin,  BSA)  to  the  hydrogels  directly  by 
immunological  staining  techniques  and  fluorescence  microscopy.  Moreover,  the  protein 
adsorption  was  assessed  indirectly  in  terms  of  subsequent  mediation  of  cell  adhesion  and 
spreading.  FN  and  especially VN  are  of  high  relevance  for  initial  cell  adhesion  to  artificial 
surfaces in vitro and in vivo [17, 18]. FN has been used as cell adhesive protein for many studies 
found  in  literature  [19‐22]. However,  it  is also known  that  in an  in vitro environment, where 
cells are cultured in serum‐containing media, VN is frequently dominant over FN in mediating 
cell adhesion, because of  its higher adsorption efficiency under competitive conditions [17, 18, 
23‐25]. Therefore VN is an interesting candidate to study in terms of unspecific adsorption and 
consequent cell adhesion to our PEG hydrogel substrates. 
 
Our  results will not  only help  to gain more understanding  of  the protein‐  and  cell‐repellent 
properties  of  the  PEG‐based  hydrogel  system  used,  but  are  also  relevant  for  biomaterial 
research  in  general,  as  they  help  to  further  elucidate  the  various  specific  and  non‐specific 
mechanisms by which a substrateʹs physicochemical properties, such as surface topography, are 
transmitted through adsorbed proteins and influence subsequent cellular adhesion. 
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2. Materials and methods 
2.1. Substrate fabrication  
The  acrylation  of  the  sP(EO‐stat‐PO)  macromonomers  and  the  preparation  of  the  curing 
mixtures was performed according  to  the procedure described  in detail  in Chapter 3, section 
2.1. The preparation of unpatterned and micropatterned substrates for cell culture and protein 
adsorption studies was carried out as described in Chapter 4, section 2.1.1.  
 
2.2. Protein adsorption studies 
For protein adsorption studies differently concentrated solutions of bovine VN and bovine FN 
in phosphate buffered saline (PBS) were prepared (Merck, Darmstadt; Sigma‐Aldrich Chemie, 
Munich, Germany). Fetal bovine serum (FBS) was applied as a pure (100 %) solution or in the 
same concentration (10 % in PBS) as used in cell culture. Fluorescently labeled BSA (Invitrogen, 
Darmstadt, Germany) was used with a concentration of 50 μg/ml in PBS. Samples, which were 
hydrated in water, were placed in 48‐well plates and incubated with 100 μl of protein solution 
for  30 min  at  37  °C.  Subsequently,  the protein or  serum  solution was  exchanged  for PBS by 
several  rinsing  steps without  letting  the  substrate  dry.  Samples  incubated with VN  and  FN 
were analyzed by immunological staining or were applied for in vitro studies with L929 cells.  
 
Hydrogel  samples  incubated with  protein  solutions  or  serum were  stained  for  60 min with 
primary antibodies: anti‐bovine FN antibody from rabbit (1:200 in PBS) (mdbioscience, Zurich, 
Switzerland) or anti‐bovine VN from mouse (1:200 in PBS) (LiveSpan Bioscience, Seattle, USA) 
depending on the protein solution used for the previous treatment. After repeated PBS rinsing 
steps,  samples  were  incubated  with  secondary  antibodies  for  45  min:  fluorescein‐  or  Cy3‐
conjugated goat anti‐mouse (1:100 in PBS) and rhodamine‐conjugated goat anti‐rabbit (1:200 in 
PBS) (Chemicon, Schwalbach, Germany), respectively.  
 
2.3. In vitro cell culture studies 
2.3.1. Fibroblast cell culture 
Mouse  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH L929 was used  for  the  experiments  (DMSZ, 
Braunschweig, Germany). Cells were cultured in RPMI‐1460 medium supplemented with 10 % 
FBS  and  1 %  penicillin/streptomycin  at  37  °C  in  a  5 % CO2  supplied  incubator.  The  culture 
medium was exchanged every two days. Cells were harvested with 0.25 % trypsin/EDTA. For 
the cultivation experiments 50,000 cells/ml RPMI medium were used. Samples were rinsed with 
sterile water and buffer prior to cell seeding.  
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For studies on VN pre‐incubated samples cells were re‐suspended and seeded in RPMI medium 
without FBS  (serum‐free  culture  conditions). All  reagents were purchased  from PAA, Cölbe, 
Germany 
 
2.3.2. Immunological staining of cells 
For  immunological  staining of  cytoskeleton,  cells were  fixed  in  4.0 %  formaldehyde  at pH  7 
(Carl  Roth,  Karlsruhe,  Germany),  permeabilized  with  0.1  %  Triton  X‐100  (Sigma‐Aldrich 
Chemie) and blocked in 1 % BSA in PBS (PBSA). Samples were incubated with anti‐bovine VN 
from mouse  (1:200  in PBSA)  (LiveSpan Bioscience,  Seattle, USA)  or  anti‐bovine FN  (1:200  in 
PBSA)  (mdbioscience)  for  1  h  followed  by  Cy3‐,  fluorescein‐  or  rhodamine‐conjugated 
secondary  antibody  (Chemicon)  incubation  for  1  h.  To  visualise  cell  morphology 
simultaneously with antibody staining, cells were double‐labelled with  tetramethylrhodamine 
isothiocyanate‐conjugated phalloidin  (rhodamine phalloidin)  (1:500)  for 30‐45 min, eventually 
followed  by  DNA  staining  with  4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole  (DAPI)  (1:1000)  for  5  min 
(Chemicon).  
 
2.3.3. Quantitative evaluation of cell behavior 
The  number  of  spread  cells was  calculated  in  relation  to  the  overall  number  of  cells  on  the 
surface. Cells were denoted as spread as soon as their shape was not round anymore and clear 
protrusions  were  visible.  The  number  of  evaluated  samples  is  given  in  the  respective 
description in the results. Usually, at least three different samples of the same kind from at least 
three  different  sets  of  experiments were  analyzed. Mean  values  are  given  together with  the 
respective standard deviations. Statistical analysis was performed using Student’s t‐test with a 
minimum confidence level of 0.05 (*) for statistical significance. 
 
2.3.4. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and spreading were monitored at different cultivation times (2 h to 24 h) by light 
microscopy  using  an  inverted  Axiovert  100A  Imaging  microscope  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany). For fluorescence microscopy Axio Observer Z1, equipped with an ApoTome system 
was  used  to  achieve  optical  sectioning  through  the  fluorescent  sample.  Pictures were  taken 
using an AxioCam MRm digital camera and analyzed using the AxioVisionV4.6./V4.7 software 
package (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). 
 
 126
3. Results 
As was  recently shown,  the  introduction of micrometer sized patterns  (posts and grooves)  to 
the  surfaces  of  bulk  PEG  hydrogels  (Acr‐sP(EO‐stat‐PO))  induced  fibroblast  adhesion, while 
smooth substrates were proven anti‐adhesive [9]. Based on our recent results on the correlation 
between pattern dimensions and the adhesion‐mediating effect (reference [26] and Chapter 4), 
we have chosen two different line patterns for the present study. First, a pattern with a groove 
width of 10 μm and a depth of 5 μm  (grooves separated by 20 μm space), which dimensions 
approximately correspond to the size of the fibroblasts. This pattern was shown to  induce the 
highest  degree  of  cell  adhesion  and  spreading.  Second,  a  wider  pattern  with  25  μm  wide 
grooves and 10  μm depth  (separated by 25  μm  spaces) was applied  to  specifically  study  the 
influence of the perpendicular pattern sites on protein and cell adhesion and to simultaneously 
rule  out  a  possible  “trapping”  of  the  cells  in  the  grooves  as  the  exclusive  elicitor  of  cell 
adhesion. 
 
As  it  is well established that cell reactions to a biomaterial’s surface are mediated by proteins, 
which adsorb from cell culture medium (or are produced by the cells), we aim to elucidate the 
role  of  serum  protein  adsorption  to  the  topographically  patterned  PEG  surface  on  the 
corresponding  cell  adhesion.  We  found  that  L929  fibroblasts  cultured  without  FBS  in  the 
medium were not able  to adhere at all  to  the patterned  surfaces. All  cells displayed a  round 
shape and were easily  removed by gentle PBS  rinsing after 24 h  in  culture. Cell adhesion as 
described before could only be seen – notably inside of the grooves ‐ on samples on which cells 
were cultured in medium supplemented with 10 % of FBS.  
 
To further explore the role of a possible protein adsorption from serum, hydrogels which were 
incubated in solutions of different proteins were stained by immunofluorescence methods. The 
two  most  important  adhesion‐mediating  ECM  proteins  VN  and  FN  as  well  as  the  most 
abundant (but non‐adhesive) serum protein albumin were tested for their ability to adsorb in a 
detectable  amount  from  the  respective  solutions.  Samples  (which  were  prior  to  incubation 
hydrated  in water) were  covered with  protein  solutions  containing  either  50  μg/ml  BSA  or 
different concentrations of bovine VN (5 or 10 μg/ml) or FN (10, 20 or 50 μg/ml) in PBS. FN and 
VN  were  subsequently  detected  by  virtue  of  the  complexation  with  fluorescently  labeled, 
specific  antibodies  while  the  BSA  molecules  were  already  labeled  with  a  fluorescence  dye 
(rhodamine). Fluorescence microscopy revealed the presence of all of the three proteins on the 
surface of the patterned samples incubated with the respective protein solutions. The detected 
signals were weak and heterogeneous on  the samples with FN  incubation. The VN  incubated 
samples on  the other hand showed a very homogenous  fluorescence  (Figure 1). While hardly 
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any adsorption from the 10 μg/ml FN solution was observed, no qualitative difference could be 
detected between the samples incubated with 20 μg/ml and 50 μg/ml of FN. Also the intensity 
of the fluorescence on samples incubated with 5 μg/ml and 10 μg/ml of VN were comparable; 
both  concentrations  led  to  a  homogenous  fluorescence  emanating  from  the  surface  (see  also 
Table 1). Figure 1 shows images of VN incubated samples after immunofluorescence staining. 
 
 
 
Figure 1: Bovine vitronectin adsorption to patterned PEG‐based hydrogels.  
Previously hydrated hydrogel  samples  (10  μm wide grooves  separated by 20  μm with 5 μm depth or 
25 μm  wide  grooves  separated  by  25  μm  with  10  μm  depth)  were  incubated  with  VN  (10  μg/ml). 
Subsequently, VN adsorption was visualized by  immunostaining with specific primary antibodies and 
Cy3‐labelled secondary antibody. Images given were taken by means of optical sectioning (ApoTome) to 
avoid stray  light. A z‐stack  image (side view) of a VN  incubated sample  is given to depict the uniform 
distribution of the protein (left, blue frame). 
 
 
The results shown in Figure 1 indicate that the presence of VN is restricted to the surface of the 
patterned  substrates.  No  diffusion  of  the  proteins  into  the  bulk  of  the  gel  was  observed. 
Furthermore there was no detectable, qualitative difference in fluorescence between the groove 
bottom,  the perpendicular  sites and  the horizontal planes between  the grooves. This  can,  for 
example,  be  derived  from  the  z‐stack  image  of  the  VN  incubated  substrates  (Figure  1,  left 
image, blue frame). Also for BSA incubated samples, a weak adsorption of the labeled protein 
to  the  surface  was  detected  (image  not  shown),  yet  displaying  a  rather  heterogeneous 
distribution.  In contrast  to  the VN and FN  incubated samples,  there was distinct background 
fluorescence on the BSA samples, implying that the BSA molecule could diffuse into the gel to a 
certain extent. This effect can be addressed to the size of the protein molecules in relation to the 
hydrogels’ porosity. The mesh size is estimated to be smaller than 10 nm, which is also reported 
for gels made from linear PEG macromolecules with similar chain length as the arms or the star‐
shaped macromolecules  used  in  this  study  (e.g.  ~2  kDa)  [27]. While  the  globular  BSA  is  a 
relatively small protein (~4 nm), FN and VN are larger molecules, exhibiting sizes larger than 15 
nm depending on conformation and naturally occurring multimerization [28‐31]. 
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Subsequently, the potential role of VN and FN for cell adhesion to the PEG‐based hydrogels in 
vitro (serum‐supplemented culture conditions), was analyzed by means of competitive protein 
adsorption studies. It is well known that the adsorption behavior from mixed protein solutions 
can be  altered due  to  the  competitive  environment  [32,  33]. Therefore  it was  tested whether 
adsorption of VN or FN  to patterned PEG also occurred  from serum or  from  two‐component 
(VN  and  FN  in  PBS)  solutions.  Table  1  shows  the  qualitative  results  of  the  competitive 
adsorption studies.  
 
 
Table 1: Adsorption of VN and FN to patterned PEG‐based hydrogels.  
 
 
Previously hydrated hydrogel samples with  line patterns were  incubated with FBS (diluted  in 
PBS  or  pure)  and  solutions  of  bovine  VN  and  bovine  FN  diluted  in  PBS  in  different 
concentrations  as  denoted,  and  protein  adsorption was  detected  by  immunological  staining 
with  specific  antibodies. Qualitative  results of  the  studies  are presented. Each  condition was 
tested at  least  in triplicate. The semi‐quantitative evaluation (indicated by different number of 
plus signs) can only be  interpreted  in  terms of  intra‐protein comparison and not  inter‐protein 
comparison as different secondary antibodies were applied to detect VN and FN. Nevertheless, 
the  studies with  different  concentrations  of  proteins  and  serum  in  buffer  clearly  show  that, 
while VN can adsorb from mixed protein solutions (VN together with FN or serum), FN could 
not be detected  on  any  sample  incubated with  serum  and  only weak  signals were  observed 
when FN was mixed with low concentrations of VN.  
 
To further test the role of VN adsorption in cell adhesion to Acr‐sP(EO‐stat‐PO), in vitro studies 
with L929 cells were conducted. Samples, which had been pre‐incubated with protein solutions, 
were applied without additional serum supplemented to the medium. In addition to solutions 
of VN, also FN and BSA were used to pre‐incubate Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples for comparison 
of the cell adhesion‐mediating potential. Live imaging and fluorescence microscopy of stained 
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samples revealed that incubation with FN or BSA did not lead to cell adhesion. All fibroblasts 
seeded on the respective substrates (50 μg/ml FN or 50 μg/ml BSA) exhibited a round cell shape 
and were not able to establish stable contacts to the surfaces. Incubation with VN (5 μg/ml), on 
the  contrary,  induced  articulate  cell  adhesion  and  spreading. Notably  on  patterned  samples 
enhancement of cell adhesion by VN incubation was paramount.  
 
Quantitative assessment of the number of spread cells on VN incubated samples with patterned 
(lines with 10 μm groove) and smooth surfaces after 2 h, 4 h and 24 h in serum‐free culture are 
given  in Figure 2. The outcome was compared  to  results  from  in vitro studies on non‐treated 
samples  in serum‐supplemented culture. As  these quantitative results were derived  from  live 
images, cell spreading was used as an indicator for stable cell adhesion. Cells which exhibited a 
round  shape were  usually  not  or  not  strongly  adherent  and  therefore  not  included  into  the 
calculations. 
 
 
 
Figure 2: Cell adhesion to PEG‐based hydrogels pre‐incubated with VN.  
L929  fibroblasts were  cultured on  smooth or  line patterned  (10  μm groove) hydrogel  samples with or 
without previous  incubation with VN  (5  μg/ml). Cells on VN  incubated  samples were  cultured under 
serum‐free conditions while non‐treated samples were used under normal (+10 % serum) conditions. The 
number of spread cells on the surfaces was determined by light microscopy at different time points after 
the  initial  seeding.  Statistical  significance  indicated  by  ***:  p<0.001  (n>6  samples,  except  for  4  h  time 
point). Two representative light microscopy images of L929 cells after 24 h in culture on substrates with 
VN pre‐incubation are given on the right side (arrows indicate spread cells).  
 
 
The results presented  in Figure 2 show  that  the combination of surface patterns and VN pre‐
incubation  supported  the  strongest  cell  reaction  (spreading)  at  all  time  points  with  a  high 
significance (p<0.001). Furthermore, surface topography alone also induced cell spreading. This 
exclusive effect of topography (in serum‐supplemented medium) was observed to increase with 
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cultivation time. While only 3 % of  the cells were spread after 2 h, more than 17 % of the cell 
exhibited a spread morphology after 24 h. As topography had a positive effect on cell spreading 
without  any  additional  VN  incubation,  also  VN  incubation  had  a  positive  effect  on  cell 
spreading without  surface  topography being present on  the  substrates. Contrarily,  this  effect 
showed a decreasing trend with time. While after 2 h 9 % of the cells were spread on smooth 
VN  treated  samples,  the  fraction decreased  to 2 %  in  the  following  two hours. After 24 h no 
spread cells were present on the VN treated smooth substrates anymore. The two  live  images 
given  in Figure  2  (right  side)  show  the  two  extreme  cases of  cell behavior on VN  incubated 
samples;  top: patterned  (most  spreading,  some  spread  cells are  indicated by arrows  to  ) and 
bottom: smooth (hardly any spreading, one spread cell indicated by arrow).  
 
At all time points the combined effect of surface topography and VN incubation was larger than 
the  sum of  the  individual contributions. Furthermore, although not  significant,  the combined 
effect followed the trend of the cell response triggered by the topography, namely an increase of 
cell spreading with time. 
 
To  further  exemplify  the  differences  in morphology, which were  quantitatively  assessed  in 
Figure  2,  fibroblasts  were  fixed  and  stained  after  24  h  in  culture.  The  difference  in  cell 
morphology between  the cells on patterned samples with and without VN  incubation can be 
clearly derived  from  the  fluorescence  images given  in Figure 3  (upper  row), which  show  the 
actin cytoskeleton  (red) and  the cell nuclei  (blue). Not only do  the cells on  the VN  incubated 
sample have a more spread shape, they also have a more distinct cytoskeletal organization with 
actin fibers polymerized throughout the cell, which is clearly seen in the top left image. 
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Figure 3: Cell adhesion to PEG‐based hydrogels pre‐incubated with VN.  
L929 fibroblasts were cultured on line patterned (10 μm groove width) hydrogel samples with or without 
previous incubation with VN (5 μg/ml). Cells on VN incubated samples were cultured under serum‐free 
conditions while non‐treated samples were used under normal (10 % FBS) conditions. After 24 in culture 
samples were stained with phalloidin and DAPI  (upper  row) or anti‐bovine VN + secondary antibody 
and DAPI (bottom row). 
 
 
Staining for bovine VN of samples, which were incubated with (bovine) VN prior to serum‐free 
cell culture shows, as expected,  the presence of VN on  the PEG samples, especially along  the 
grooves and under the cell bodies (bottom row, left image). 
 
Further experiments were conducted to study the dependence of VN‐induced cell spreading on 
the concentration of the VN solutions used for hydrogel incubation. In Figure 4 the number of 
spread cells in dependence of the VN concentration at three different time points (2 h, 4 h and 
24 h) is presented. An increase in VN concentration from 0 μg/ml to 5 μg/ml was leading to an 
increase in cell spreading. Comparing the values for 5 μg/ml and 10 μg/ml no further increase 
can  be  observed. Due  to  the  small  number  of  samples  evaluated  for  the  low  concentration 
range, a clear significance was only seen comparing the values for the 2 h time point (5 μg/ml 
vs.  3.5  μg/ml  (p<0.05);  5  μg/ml  vs.  2  μg/ml  (p<0.001))  and  the  24  h  time  point  (5  μg/ml  vs. 
2 μg/ml (p<0.05)). 
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Figure 4: Cell spreading on PEG‐based hydrogels in dependence of VN concentration.  
L929 fibroblasts were cultured on line patterned (10 μm groove width) hydrogel samples with previous 
incubation with differently  concentrated  solutions of VN  in PBS  (0;  1;  2;  3.5;  5;  10  μg/ml). Cells were 
cultured under serum‐free conditions and the number of spread cells on the surfaces was determined by 
light microscopy at different time points after the initial seeding. With exception of the 4 h value for the 
2 μg/ml concentration, presented results are mean values derived from n3 samples. 
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4. Discussion 
As  previously  reported,  the  introduction  of  surface  topography  to  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels  surfaces  led  to  the  adhesion  and  alignment of  fibroblasts while  smooth  substrates 
were cell‐repellent. This phenomenon could be observed for different types of surface structure 
in  the micrometer size range (e.g. with groove width between 5 and 25 μm) (see reference [9] 
and Chapter 4).  
 
We  wanted  to  understand  the  underlying  biophysical  and  biochemical  reasons  why  cell 
adhesion  to  the  PEG‐based  hydrogels  is  induced  by  surface  topography.  In  general  the 
influence of surface topography on cell response has been studied extensively by several groups 
[11‐14].  Yet,  in  contrast  to  our  experiments,  where  an  intrinsically  non‐adhesive  hydrogel 
substrate  is used,  those studies were usually carried out with materials which were also cell‐
adhesive when exhibiting a smooth surface  (e.g. glass, polystyrene) or which were purposely 
pre‐treated  with  adhesive  proteins  or  peptides.  Differences  between  patterned  and  smooth 
substrates observed in the respective studies thus mainly concerned post‐adhesion events such 
as spreading  (alignment), migration, proliferation or gene expression. However,  in our study, 
the main question to answer was how the initial event of cell adhesion itself is aided by surface 
topography and we set our focus on the potential, unspecific adsorption of serum proteins.  
 
In  vitro  cell  interactions with  artificial  substrates  are  initiated  by  proteins  that  adsorb  from 
serum‐supplemented culture medium  immediately after contact. Amongst  those are different 
ECM proteins which are consequently the mediators of cell adhesion [21, 34, 35]. As PEG, e.g. in 
SAMs,  is generally known  to  suppress  this unspecific protein adsorption  from  serum,  it was 
first tested whether this was also the case for the bulk PEG‐based hydrogel substrates applied 
here. Thus, it was tested whether cell adhesion to patterned PEG substrates was also occurring 
in  serum‐free  cell  culture. However,  since  there was no  cell  adhesion detectable under  these 
conditions  we  could  conclude  that  ECM  proteins  or  other  serum  components  (e.g.  growth 
factors), are necessary for the observed cell adhesion to patterned PEG samples.  
 
To narrow down  the  amount  of  candidate molecules  that most  likely  allow  cell  adhesion  to 
patterned PEG we have  selected  serum  components, which are already well known  for  their 
adhesion‐mediating capacity. Steele et al. and others have elucidated that serum depleted only 
of  the  ECM  proteins  FN  or/and  VN  was  not  capable  of  allowing  fibroblast  adhesion  to 
otherwise  adhesive  substrates  [36].  Therefore we  have  focused  our  further  studies  on  these 
serum components. Immunological staining of samples incubated with differently concentrated 
solutions  of  single  ECM  proteins  confirmed  that  especially VN  but  also  FN  and  BSA  could 
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adsorb to the hydrogels. As expected when comparing the estimated pore size of the hydrogels 
(<10 nm) and  the reported sizes of VN and FN (>15 nm), no diffusion of  the proteins  into  the 
gels was observed [28‐30]. 
 
FN and VN are both important mediators of cell adhesion in vivo and in vitro [17, 18]. Yet, in a 
competitive  environment  (e.g.  serum)  only VN  and  no  FN  adsorption was  detected  on  the 
hydrogels (Table 1). Corresponding observations concerning competitive adsorption have also 
been reported for other substrate materials [32, 37]. The consequently elucidated, important role 
of VN  for  cell adhesion  to PEG was  further  confirmed by our  in vitro  cell  culture  studies on 
samples  which  had  been  pre‐incubated  with  VN.  We  discovered  that  adsorbed  VN  under 
otherwise serum‐free culture conditions even induced a significant increase in cell adhesion and 
spreading  compared  to  the  culture  in  serum‐supplemented medium  (Figures  2  and  3).  This 
effect  was  more  pronounced  on  patterned  samples,  yet  also  on  smooth  surfaces  an 
enhancement of initial cell adhesion (especially at the 2 h time point) was observed. Thus, VN is 
one important component of serum, which is to a large part responsible for adhesion to PEG in 
serum‐supplemented culture. This hypothesis  is supported by  literature stating that VN  is the 
major  adhesion‐mediating  protein  in  vitro  [17,  18,  23].  VN  is  generally  known  to  strongly 
interact with various surfaces. It exhibits an excellent ability to competitively adsorb over other 
serum proteins on hydrophobic and also on (very) hydrophilic surfaces [17, 18, 20, 23, 37, 38]. 
Therefore,  although  PEG  is  known  to  be  protein‐repellent  it  is  conceivable  that  VN  can 
nevertheless  adsorb  in  small  amounts  to  the  hydrogel  surface  due  to  these  competitive 
properties (e.g. because of its affinity for hydrophilic surfaces).  
 
Despite of the dominance of VN‐ over FN‐adsorption, which was also confirmed on the PEG‐
based  hydrogels,  other  serum  proteins  such  as  BSA  can  also  influence  VN‐mediated  cell 
adhesion  and  spreading  behavior.  The  non  cell‐adhesive  BSA  is  known  to  adsorb  on many 
surfaces, hence is often used as an agent to block unspecific binding sites. Cell attachment and 
growth  are  thought  to  be  directly  affected  by  the  balance  of  adsorbed  adhesion‐promoting 
versus  adhesion‐inhibiting  proteins.  Since  albumin  comprises  approximately  50  %  of  the 
protein content of bovine serum, it might be responsible for the less pronounced cell spreading 
in  serum‐supplemented culture compared  to  that observed on  samples  solely  incubated with 
VN  (serum‐free  culture).  In  addition  to  the  evidence  of BSA  adsorption  from  single  protein 
solutions  to  PEG,  BSA  is  furthermore  known  to  adsorb  to  hydrophilic  surfaces with  higher 
interaction  strength  than  to hydrophobic  surface  [38, 39]. Therefore  it might  indeed  compete 
with  the adhesive VN and hinder more effective cell adhesion and spreading when  serum  is 
present.  
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This initially inhibiting effect of BSA (and other serum proteins) seems to be diminishing with 
time,  as  the  difference  between  the  number  of  spread  cells  between  a  VN  and  a  serum 
environment levels off with time (2 h vs. 24 h cultivation, see Figure 2). This observation can be 
assigned  to exchange processes amongst  the surface‐adsorbed serum proteins. The  initial, fast 
adsorption  is predominantly concentration‐dependent. With a decreasing number of available 
binding sites it becomes progressively more dependent on the protein–surface affinity and the 
protein  layer  is subject  to competitive exchange and reorganization  [32, 40]. VN might at  this 
stage be able to adsorb more strongly and irreversibly to PEG from serum compared to BSA. 
 
Besides protein adsorption (as elaborated, mainly VN adsorption) the surface topography plays 
a  likewise  important role  for  the  induction of cell spreading on PEG hydrogels  [9]. Adsorbed 
VN  in  combination with  surface  topography had a  significantly greater power  to  induce  cell 
spreading on PEG hydrogels than topography (with serum proteins) or absorbed VN alone. The 
quantitative results and  the micrographs derived  from  in vitro studies  (Figure 2) confirm  that 
the combined effect is also higher than the sum of the individual effects.  
 
From these insights a new question arises, namely in which way the two effectors, topography 
and protein adsorption (especially VN) interact to induce cell adhesion to PEG hydrogels. Does 
the surface topography act on the level of protein adsorption (e.g. amount and conformation) or 
(only) at the subsequent cell adhesion or on both processes?  
 
For several biomedical relevant materials it has been shown that not only the surface chemical 
properties  (e.g. wettability, display of charged or  functional groups) but also physical surface 
properties such as nano‐roughness and curvature, can influence the amount and conformation 
of  adsorbed  proteins  and  thereby  the  consequent  cell  interactions  [16,  41‐43].  Due  to  the 
immense differences in size between the surface topography (μm‐range) and the ECM proteins 
(several nm) it is not likely that the surface patterns only act on the level of single proteins, e.g. 
by influencing amount of adsorbed proteins. This assumption is also supported by the results of 
the protein adsorption studies on the patterned samples that confirmed the presence of proteins 
over the whole surface; no accumulation at e.g. the pattern edges or in the concave corners was 
detected  (Figure  1).  Nevertheless,  the  conducted  studies were  of  a  qualitative  kind  and  to 
completely  rule  out  a  direct  effect  of  μm‐topography  on  protein  level  (e.g.  on  protein 
conformation) more  sensitive  experiments have  to be undertaken. Yet,  as VN pre‐incubation 
also increases cell spreading on smooth substrates (Figure 2), VN adsorption to PEG has to be 
possible also independently of surface topography. 
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On the molecular level, the cell‐surface interaction is presumably established through integrin‐
mediated binding to the adsorbed proteins, which results in the formation of protein complexes 
(focal adhesions)  that  link  the cell’s  internal cytoskeleton  to  the extracellular proteins  [44‐46]. 
Strengthening  of  these  interactions  that  are  necessary  for  the  subsequent  cell  spreading  is 
dependent  on  the  establishment  of  actomyosin‐driven  intracellular  contractility  [47‐49].  This 
“pulling” of the cells on the protein‐integrin connections might be different (different strength 
or angle) depending on whether  the cells are  located on a smooth 2D surface or experience a 
rather 3D environment when located in a groove [50]. In addition, the larger cell‐surface contact 
area  on  the  patterned  samples  may  reduce  the  effective  intensity  of  the  pulling  force.  We 
hypothesize  that, as a result of both contributions,  less  force  is exerted on  the proteins on  the 
patterned samples and  that  therefore  the  likeliness of a  long‐term  interaction  is higher on  the 
patterned surfaces. On  the smooth surfaces, on  the contrary,  the cells  figuratively pull off  the 
proteins making adhesion and spreading impossible.  
 
Interestingly,  the adhesion‐mediating effect of VN alone decreases with  time  (Figure 2) while 
the effect of topography in serum or combined with VN pre‐incubation, on the contrary, leads 
to an increase in cell adhesion over time (2 h ‐24 h). We interpret this observation as follows: VN 
adsorption is essential for the initial interaction and adhesion of the fibroblast, but topography 
is necessary  to  support  the  stabilization  of  the  adhesion  and  to  allow  further  spreading  and 
cytoskeletal organization. This hypothesis is supported by the observation that cells aligned to 
groove patterns have a better adhesion behavior than less elongated or spherically shaped cells 
[51]. We have  also  already  shown  that  at  this  later  stage  the  topography dimensions play  a 
major role for the persistence of the fibroblasts’ adhesion to PEG [26]. 
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5. Conclusions 
The major  aim of  the presented  study was  to  analyze  the mechanism by which micrometer‐
sized surface topography allows cell adhesion to intrinsically non‐adhesive Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels [9]. Based on protein adsorption studies and relevant in vitro culture studies (e.g. on 
protein pre‐incubated  samples),  the  following  conclusions  are drawn: 1) both  factors,  i.e.  the 
presence of serum  in  the medium and surface  topography, are crucial for fibroblast adhesion; 
2) hydrogels  allow  protein  adsorption  to  a  small  extent  and  from  the  three  different  serum 
proteins  analyzed  (FN, VN  and BSA), VN was  shown  to  be  highly  competitive  and  able  to 
adsorb  to  the  hydrogels;  3)  although  other  soluble  components  of  the medium might  be  of 
importance, the dominance of VN was proven by the markedly increased cell adhesion on VN 
pre‐incubated samples  in serum‐free culture. On such substrates cell adhesion and spreading 
was  enhanced  even  in  comparison  to  surfaces  cultured  with  cells  in  serum‐supplemented 
medium, which we ascribe to the absence of non‐adhesive BSA that could adsorb competitively.  
 
We  postulate  that  the  initial  cell  adhesion  on  our  topographically  patterned  PEG‐based 
hydrogel surfaces is mediated by VN adsorption and that this interaction is manifested by and 
can  only  persist  due  to  the  presence  of  surface  topographic  patterns.  The  micrometer 
topography  can  on  the  one  hand  act  on  the  molecular  level  of  single  proteins,  e.g.  by 
influencing  amount  or  conformation  of  the  proteins  as  well  as  adsorption  strength  which 
consequently  governs  intracellular  force  generation.  On  the  other  hand  it  operates  on  the 
microscopic, cellular  level. The micrometer  topography allows  the cells  that are  located  in  the 
grooves  to have a  larger part of  their  surface  in  contact with  the  substrate, which makes  the 
establishment of cell‐surface  interactions more  likely. Additionally, the positioning of the cells 
in  the  grooves might  shield  the  cells  from  the movement  of  the  surrounding  fluid,  thereby 
decreasing the likelihood of detachment through hydrodynamic forces. 
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The combined influence of substrate elasticity and            
surface topography on the anti‐adhesive properties of            
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels 
 
Biomaterials that prevent non‐specific protein adsorption and cell adhesion 
are  of  high  relevance  for  diverse  applications  in  tissue  engineering  and 
diagnostics. One  of  the most widely  applied materials  for  this purpose  is 
Poly(ethylene  glycol)  (PEG).  We  have  investigated  how  micrometer  line 
topography and substrate elasticity act upon the anti‐adhesive properties of 
PEG‐based hydrogels.  In our  studies we apply bulk hydrogels  crosslinked 
from  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide).  Substrate 
surfaces were  topographically patterned by  replica molding. Additionally, 
variations  in  the  crosslinking  density  were  used  to  alter  the  mechanical 
properties. Surface patterns with dimensions  in  the range of  the cells’ own 
size,  namely  10  μm wide  grooves,  induced  significant  cell  adhesion  and 
spreading  on  the  hydrogels.  In  contrast,  there was  only  little  adhesion  to 
smaller  and  larger  pattern  sizes  and  no  adhesion  at  all  on  the  smooth 
substrates,  regardless  the  rigidity of  the gel. The  effect of varied  substrate 
stiffness  on  cell  behavior  was  only  manifest  in  combination  with 
topography. Softer  substrates with  line patterns  led  to  significantly higher 
cell  adhesion  and  spreading  than  stiff  substrates.  We  conclude  that  the 
physical  and  mechanical  surface  characteristics  can  eliminate  the  non‐
adhesive properties of PEG‐based hydrogels to a large extent. This has to be 
taken into account when designing surfaces for biomedical application such 
as scaffolds for tissue engineering which rely on the inertness of PEG.* 
                                                     
 
 
* This Chapter has been published: 
  Schulte, V. A. et al. Biomacromolecules 2010, 11, 3375‐83. 
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1. Introduction 
The  interaction of cells with natural or artificial materials  is mainly driven by proteins which 
adsorb to the surface immediately after contact with liquids such as serum or blood. For many 
biomedical applications this initial non‐specific protein adsorption is unwanted as it can impede 
the  specific  functioning of  the biomaterial.  In vivo, protein adsorption  to  implant  surfaces  for 
example, can  induce chronic  inflammatory  reactions which eventually  lead  to  implant  failure 
[1‐4]. Therefore, the aim of modern tissue engineering scaffold or implant design is to have the 
ability  to precisely  control  cell  attachment  and  further  events.  Furnishing  tissue  engineering 
scaffolds with cell adhesion‐mediating peptides  is a commonly applied  strategy  to guide  cell 
growth in in vitro culture. This approach relies on the specific display of the functionalities on 
an otherwise protein‐repellent background. In vivo, implants also need to be blood‐compatible 
and an anti‐thrombogenic surface modification is desired to circumvent the need for any anti‐
coagulant administration [4].  
 
Consequently, much  effort  has  been  devoted  to  the  development  of  inert,  protein  resistant 
materials  and  coatings  [5,  6].  One  of  the most widely  applied material  for  this  purpose  is 
poly(ethylene  glycol)  (PEG)  [7,  8].  PEG  is  well  known  for  its  anti‐fouling  ability,  it  is 
furthermore  non‐toxic,  biocompatible,  and  has  been  approved  by  the  US  Food  and  Drug 
Administration  (FDA)  for oral and  topical application  [8].  It was shown  to severely reduce or 
even  prevent  the  adsorption  of  various  proteins  (e.g.  fibrinogen,  albumin)  as  well  as  the 
adhesion of prokaryotic and eukaryotic cells [9‐11]. 
 
Several  theories  have  been  proposed  to  explain  PEG’s  anti‐fouling  behavior.  It  has  been 
suggested  that  protein  adsorption  is  decreased  due  to more  favourable,  strong  interactions 
between water molecules and PEG chains [12, 13]. Adding to this, there are only weak attractive 
interactions between the hydrophilic PEG coatings and a wide range of proteins, notably those 
with many hydrophobic residues on  their surface  [14]. Furthermore  the close  interaction with 
rather  large molecules  (proteins) would  reduce  the number of possible conformations  for  the 
PEG chains and is therefore energetically disadvantageous [13, 15]. 
 
Many  techniques have been developed  to  create PEG‐ or poly(ethylene oxide)  (PEO)‐bearing 
surfaces, including physical adsorption, chemical coupling, and graft polymerization [7, 16‐18]. 
The protein rejecting capability of PEG‐containing coatings or monolayers has been shown  to 
depend  on  parameters  such  as  PEG  molecular  weight,  interfacial  PEG  chain  density  and 
polymer chain architecture [17‐19]. 
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The  substrates  applied  for  our  studies  are  based  on  an  end‐functionalized  six‐armed  star‐
shaped macromonomers with a molecular weight of 12.5 kDa. The polymer backbone consists 
of a statistical copolymer of 85 % ethylene oxide and 15 % propylene oxide  (sP(EO‐stat‐PO)). 
Thin coatings crosslinked from isocyanate end‐functionalized sP(EO‐stat‐PO) were shown to be 
highly  effective  in  preventing  protein  adsorption  due  to  their  dense  network  and  large 
molecular weight  [20]. We have previously  confirmed  that  also  bulk  hydrogels polymerized 
from sP(EO‐stat‐PO) via acrylate (Acr) end‐groups exhibit cell‐repulsive surface properties [21]. 
Bulk  hydrogels  are  of  high  relevance  for  in  vitro  and  in  vivo  applications  as  they  prevent 
exposure of an underlying  substrate and are  topographically and mechanically  tunable. Bulk 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  substrates  can  be  –due  to  their  fabrication  via  UV‐induced  radical 
crosslinking‐ easily decorated with surface topography by replica molding [22]. In addition the 
mechanical  properties  of  the  material  can  be  altered  by  changing  the  crosslinking  density. 
Varying the crosslinking degree represents a well established concept to alter the swelling ratio 
and the respective elasticity of a material [23‐25].  
 
Both surface topography and substrate stiffness are known to influence cell adhesion, spreading 
and migration as well as gene expression and differentiation [23‐31]. Thus, it is of great interest 
to vary  those physical and mechanical  characteristics using  the  same material with  the  same 
surface chemistry. Furthermore it has been shown that topographic patterns as well as stiffness 
variations of  the substrates can overrule  the chemical surface characteristics  to a great extent. 
On  very  soft  substrates,  for  example,  hardly  any  cell  spreading  occurs  regardless  of  surface 
functionalization with cell adhesive ligands [32] and on samples with cell adhesive (fibronectin, 
FN) patterns perpendicular  to  topographic patterns  it was found  that  the cells predominantly 
aligned along the topography [33]. Still the interplay of the different surface characteristics and 
their influence on the behavior of different cell types is far from being completely understood. 
To  our  knowledge  there  are  very  few  results  on  the  combinatorial  influence  of  substrate 
topography and stiffness [34, 35]. 
 
Recently we have shown that the introduction of micrometer‐sized topography to the surface of 
bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels  leads  to adhesion,  spreading and alignment of  fibroblasts 
[21]. We further investigated the reason for this phenomenon in terms of possible non‐specific 
protein adsorption  to  the substrates and discovered  that  the observed cell adhesion  is at  least 
partly due  to  the adsorption of vitronectin  (VN)  from  the  serum‐supplemented medium  (see 
Chapter  5).  Yet,  hardly  any  cell  adhesion  could  be  observed  on  VN  incubated  smooth 
substrates, which confirms that the topography is an indispensable mediator of cell adhesion.  
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In  the  present  study  we  investigate  possible  explanations  for  the  topography‐induced 
adhesions,  e.g.  the  influence  of  substrate  deformability  and  compliance,  as  previously 
postulated [21]. We elaborate how surface topography, substrate elasticity (compliance) and the 
combination of both parameters ‐ which together determine the deformability of the substrates ‐ 
impact  cell  adhesion,  spreading  and  morphology.  This  research  is  driven  by  the  desire  to 
understand how different surface characteristics can influence or even impede the non‐fouling 
properties of PEG. In order to generate design principles for advanced biomaterials, it is critical 
to  elucidate  how  physical,  chemical  and  mechanical  properties  act  independently, 
synergistically, or antagonistically to determine cellular reactions. 
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2. Materials and Methods 
2.1. Material fabrication and characterization 
The  acrylation  of  the  sP(EO‐stat‐PO)  macromonomers  and  the  preparation  of  the  curing 
mixtures was performed according  to  the procedure described  in detail  in Chapter 3, section 
2.1. The preparation of unpatterned and micropatterned substrates for cell culture studies was 
carried  out  as described  in Chapter  4,  section  2.1.1. The  elasticity  of  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels was determined reometrically (for details see Chapter 3, section 2.2).  
 
2.2. In vitro cell culture 
2.2.1. Fibroblast cell culture 
Mouse  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH L929 was used  for  the  experiments  (DMSZ, 
Braunschweig, Germany). Cells were cultured in RPMI‐1460 medium supplemented with 10 % 
fetal  bovine  serum  (FBS)  and  1  %  penicillin/streptomycin  at  37 °C  in  a  5 %  CO2  supplied 
incubator.  The  culture medium was  exchanged  every  two  days.  Cells were  harvested with 
0.25 % trypsin/EDTA. For the cultivation experiments 50,000 cells/ml RPMI medium were used 
(normal  culture  conditions).  Samples were  rinsed with  sterile water  and  buffer  prior  to  cell 
seeding. All reagents were purchased from PAA, Cölbe, Germany.  
 
For  cell  culture  studies with protein preincubation, polymer  samples were placed  in  48‐well 
plates  and  incubated  with  100  μl  of  VN  solution  (5  μg/ml  in  PBS)  for  30  min  at  37  °C. 
Subsequently,  the  protein  solution was  exchanged  for  PBS  by  several  rinsing  steps without 
letting the substrate dry. Fibroblasts were harvested as described above and were resuspended 
and cultured on the substrates in serum‐free RPMI medium (serum‐free culture conditions). 
 
2.2.2. Immunological staining 
For immunological staining of the cytoskeleton, cells were fixed in 4.0 % formaldehyde at pH 7 
(Carl  Roth,  Karlsruhe,  Germany),  permeabilized  with  0.1  %  Triton  X‐100  (Sigma‐Aldrich 
Chemie,  Munich,  Germany)  and  blocked  in  1  %  BSA  in  PBS  (PBSA).  To  visualise  cell 
morphology  cells  were  labeled  with  tetramethylrhodamine  isothiocyanate‐conjugated 
phalloidin  (rhodamine phalloidin)  (1:500)  for 30‐45 min  followed by DNA  staining with 4’,6‐
diamidino‐2‐phenylindole (DAPI) (1:1000) for 5 min (Chemicon). For the additional detection of 
bovine  VN  the  primary  antibody  anti‐bovine  VN  from  mouse  (1:200  in  PBSA)  (LiveSpan 
Bioscience, Seattle, USA) was used. After repeated PBS rinsing steps, samples were  incubated 
with secondary antibodies (fluorescein‐conjugated goat anti‐mouse (1:100 in PBSA)) for 45 min. 
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2.2.3. Quantitative evaluation of cell behavior 
The number of adherent cells was analyzed from substrates which had been in culture for 24 h 
and on which cells were stained for actin and the cell nucleus according to the above described 
procedure. Fluorescence  images  from 4  randomly chosen areas of each sample were used  for 
manual  quantification.  The  analysis  was  performed  at  least  in  triplicate  from  at  least  2 
individual  sets  of  experiments. The number  of  spread  cells was  calculated  in  relation  to  the 
overall number of cells on  the surface. Cells were denoted as spread when  their morphology 
was  not  round  anymore  and  protrusions  formation  and  cell  flattening  were  evident.  Live 
images from 2 randomly chosen areas of each sample were used for manual quantification. The 
number of evaluated samples exceeded at minimum 3, stemming from at least 3 individual sets 
of  experiments.  Statistical  analysis  was  performed  using  Mann‐Whitney  U‐test  for  the 
comparison of one parameter at a time and as an extension to more variables (e.g. stiffness and 
depth) a Kruskal Vallis test was applied. The significance denoted in the Figures represents the 
results of the Mann‐Whitney U‐test. 
 
The cell elongation factor was determined for individual cells located in the grooves. The value 
was calculated by dividing the long axis of the cells by the short axis. 
 
2.2.4. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and  spreading were monitored by  light microscopy with an  inverted Axiovert 
100A Imaging microscope (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). For fluorescence microscopy Axio 
Observer  Z1,  equipped  with  an  ApoTome  system  was  used  to  achieve  optical  sectioning 
through  the  fluorescent  sample. Pictures were  taken using an AxioCam MRm digital  camera 
and  analyzed  using  the  AxioVisionV4.6./V4.7  software  package  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany). 
 
2.2.5. Field emission scanning electron microscopy (FESEM) 
After a cultivation time of 24 h, the substrates with the L929 cells were rinsed three times with 
PBS  and  fixed with  4.0 %  formaldehyde  for  at  least  30 min  and  dehydrated  by  incubating 
consecutively  in  50 %,  70 %,  90 %,  and  100 %  ethanol.  Samples were  observed  by  a  field 
emission  scanning  electron microscope  (FESEM; S‐4800, Hitachi, Krefeld, Germany) using an 
accelerating voltage of 1.0 kV and a working distance of 8 mm. 
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3. Results 
3.1. Influence of substrate topography dimensions on cell adhesion to  
  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
Surface patterns of varying dimension were  imprinted  to  the surfaces of bulk Acr‐sP(EO‐stat‐
PO) substrates by replication from silicon masters. The adhesion‐mediating effect of topography 
was reported recently for Acr‐sP(EO‐stat‐PO) surfaces with micrometer sized post patterns and 
regular line patterns [21]. The predominant location of the cells on the line patterned substrates 
was  in  the  groove  between  the  bars.  Depending  on  the  groove  width  a  difference  in  cell 
morphology (spreading) and cell aggregate formation was observed. Therefore  it was decided 
to  systematically  examine  the  correlation  between  the dimensions  of  these  grooves with  the 
number of adherent cells.  
 
Substrates with pattern dimensions according to Table 1 were applied in cell experiments with 
L929 cells to examine the influence of groove width (w) and groove depths (d) on the capability 
of the substrates to induce cell adhesion.  
 
 
Table 1: Surface patterns of bulk Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
Substrates were  imprinted with  regular  line patterns  that differed  in  the width of  the groove  and  the 
space between  the grooves. A number of selected patterns were applied with a depth of 5 or 15 μm  in 
addition to the regular depth of 10 μm. 
 
 
 
The number of adherent cells was determined after 24 h in culture; cells were fixed and stained 
with fluorescent phalloidin. Prior to the staining procedure the substrates were rinsed with PBS 
to remove all non‐adherent or weakly adherent cells. The correlation between groove width and 
number of cells is illustrated in Figure 1 (left side).  
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Figure 1: Cell adhesion on Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples with different surface patterns.  
Quantitative results from in vitro cell culture on substrates imprinted with regular line patterns of varying 
dimensions. Patterns with 10 μm depth that differed in pattern groove width (left) and patterns of 10 μm 
groove width with varying depth (right). The number of adherent L929 fibroblast is shown., which was 
determined  from  fixes  cells,  stained with  rhodamine  phalloidin  after  24  h  cultivation  time  (*  p<0.05; 
** p<0.01; *** p<0.001). 
 
 
Patterns with  a width  size  of  10  μm  induced  significantly more  cell  adhesion  compared  to 
samples with  narrower  (5  μm)  or wider  (≥20  μm)  grooves.  The  likelihood  of  cell  adhesion 
decreases with increasing groove width with hardly any adherent cells on the 50 μm samples. 
The number of adherent cells on smooth samples was observed to be smaller than 1/mm2. 
 
When analyzing the results it is noteworthy that depending on the specific pattern (Table 1), the 
effective area where cell adhesion is likely to occur, namely the groove, varies in relation to the 
space between  the grooves. More precisely,  on  the  samples with  the  5  μm  and  10  μm wide 
grooves 1/3 of  the whole surface  is groove area. For  the patterns with wider grooves  (20 μm, 
25 μm and 50 μm) this area is larger being 2/3, 1/2 and 5/6 of the overall surface, respectively. 
The elaborated graph of the cell numbers normalized for the groove area is given in Figure 7 in 
the discussion section. Taking this into account the capability to induce cell adhesion of patterns 
with grooves wider  than  10  μm  compared  to  5  μm or  10  μm wide grooves  is  even  smaller. 
Based on the observations that a line pattern with 10 μm groove width was optimal to induce 
strong cell reactions we applied this pattern to further analyze the influence of structure depth 
on  cell  behavior.  Comparing  cell  adhesion  on  5,  10  and  15  μm  deep  samples  a marginally 
significant difference (p<0.05) in cell number could be observed comparing the 5 μm or 10 μm 
depth with the 15 μm depth. No significant difference existed between the 5 μm and the 10 μm 
deep samples (Figure 1, right side). The results show a trend with the highest number of cells on 
the substrate with shallower grooves (5 μm deep) and the  lowest number on the sample with 
deepest grooves (15 μm).  
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3.2. Influence of substrate stiffness and topography on cell adhesion to  
  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
Due to the fabrication mechanism of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples, namely by crosslinking end‐
functionalized macromonomers, changes in the stiffness of the substrates can be easily achieved 
by altering the crosslinking density. Through the application of different ratios of photoinitiator 
(PI)  and  crosslinking  agent  (CL)  substrates  with  three  different  elasticities  were  fabricated, 
denoted as  soft,  intermediate and  stiff. Soft  samples exhibited a Young’s modulus of 91 kPa, 
intermediate stiff substrates of 350 kPa and stiff substrates 1.1 MPa  (in  the swollen state)  (see 
also  Chapter  3,  Figure  3).  In  vitro  cell  culture  studies  with  L929  cells  and  primary  HDFs 
confirmed  that hardly any  cell adhesion was possible and no  cell  spreading occurred on  the 
smooth Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  substrates,  regardless of  the  crosslinking density  (see Chapters 3, 
Figure 5 and Chapter 4, Figure 1).  
 
To  examine whether  substrate  stiffness  has  an  effect  on  cell  behavior when  combined with 
surface  topography, however, different  line patterns were  imprinted  to soft,  intermediate and 
stiff hydrogel  substrates. Based on  the  results of Figure 1, which were derived  from  samples 
with intermediate stiffness, further quantitative studies were conducted on samples with 10 μm 
groove width  and  5  μm  or  10  μm  depth  as  those  structures  led  to  the  highest  number  of 
adherent cells. Figure 2 displays the results of the quantitative cell experiments on the influence 
of substrate stiffness on cell adhesion to patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples. 
 
 
 
Figure 2: Cell adhesion on patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples with varied stiffness.  
Quantitative results from in vitro cell culture on substrates with different crosslinking densities imprinted 
with  regular  line patterns with  a groove width of 10  μm  and  a groove depth of 5  μm or 10  μm. The 
number  of  adherent  L929  fibroblast  is  shown.  It was  determined  from  cells  fixed  and  stained with 
rhodamine phalloidin after 24 h cultivation time (* p<0.05; ** p<0.01; *** p<0.001). 
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Significant variations  in cell number  in dependence of substrate stiffness could be determined 
for  10  μm  deep  structures.  There were  significantly more  cells  adherent  on  the  soft  sample 
compared  to  the sample with  intermediate stiffness, which  in  turn allowed significantly more 
cell  adhesion  than  the  stiff  substrate  (p<0.01). Also  on  the  5  μm deep  structures  there were 
fewer cells on  the stiff sample compared  to  the  intermediate  (p<0.01). Yet,  the cell number on 
the  intermediately  stiff  samples  was  higher  compared  to  the  soft  ones  (p<0.05).  While  no 
significant difference in cell number could be observed for the intermediately stiff substrates on 
5  μm  vs.  10  μm  deep  samples  (see  Figure  1,  right  side),  for  the  stiffer  samples  there was 
significantly more cell adhesion on the shallower grooves (p<0.001). On the contrary, on the soft 
substrates  significantly  fewer  (nearly half  as many)  adherent  cells  could  be  observed  on  the 
shallower pattern (p<0.01). 
 
3.3. Influence of substrate stiffness and topography on cell morphology 
In addition to the quantification of overall adhesion we took a closer look at the influence of the 
substrate’s stiffness and lateral pattern dimensions on cell morphology. Namely, we quantified 
the percentage of clearly spread cells (indicated by a non‐spherical but aligned shape and cell 
flattening) on the samples, evaluating live images after 24 h in culture (Figure 3). To narrow the 
number  of  analyzed  combinations we  focussed  on  the  same  pattern  variables  used  for  the 
quantification of cell adhesion as displayed in Figure 2, i.e. 10 μm wide grooves with a depth of 
5 μm or 10 μm. 
 
 
 
Figure 3: Cell spreading on patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples with varied stiffness.  
Quantitative results from in vitro cell culture on substrates with different crosslinking densities imprinted 
with regular line patterns with a space of 10 μm and a groove depth of 5 μm or 10 μm. The fraction of 
spread L929  fibroblast  is  shown.  It was determined  from  live  images  after  a  cultivation  time  of  24  h 
(* p<0.05; ** p<0.01; *** p<0.001) 
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The  presented  results  for  the morphological  changes  induced  by  the  different  topographies 
confirm to a great extent the trends observed when looking at the event of stable adhesion itself 
(number of adherent cells: Figure 2). For 10 μm deep structures a significantly higher number of 
spread  cells  was  counted  on  the  soft  substrates  compared  to  the  intermediately  stiff  ones 
(p<0.01), which  in  turn was  significantly higher  than on  the  stiff  substrate  (p<0.001). For  the 
5 μm deep structures the corresponding trend was observed in a slightly less pronounced way, 
as  there  was  only  a  significant  difference  between  the  soft  and  the  intermediate  substrate 
(p<0.01). Looking at the influence of pattern depth, spreading was significantly enhanced on the 
10 μm deep grooves (p<0.001 soft and  intermediate, p<0.05 stiff). This observation  is partly  in 
contradiction with the results of the adhesion quantification. The number of adherent cells was 
higher on the shallower grooves on the stiff samples (Figures 1 and 2). 
 
In addition to the quantitative results, the cells were also analyzed in terms of their position and 
shape.  To  take  a  closer  look  at  the  influence  of  groove width  on  the  cells morphology,  the 
cytoskeleton of the L929 fibroblasts was stained after 24 h in culture. Figure 4 demonstrates how 
the cells adapt their shape to the 10 μm or 5 μm wide grooves. 
 
 
 
Figure 4: Cell morphology on patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples.  
L929 fibroblasts, fixed after 24 h cultivation time and stained with rhodamin phalloidin (red) and DAPI 
(blue) to visualize the cytoskeleton and the cell nucleus. The cells were cultured on substrates with line 
patterns of 10 μm depth that differed in groove width (10 μm and 5 μm, respectively). A z‐stack image 
was generated and the perpendicular view on the cells is shown in between the bold white lines on top of 
the image. The dotted white line depicts the cutline for the perpendicular view. The elongation factor of 
the  cells was determined  by dividing  the  long  axis  of  the  cells  by  the  short  axis  (*  p<0.05;  **  p<0.01; 
*** p<0.001). 
 
 
 
On  the sample with 10 μm wide grooves  the cells were adhering  to  the bottom of  the groove 
with the nucleus and the main part of the cell body located completely inside the groove. A cut 
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view through the generated z‐stack images (displayed between the bold white lines in Figure 4) 
revealed  that  the cell body was confined by  the structure;  the cells were elongated parallel  to 
the  line pattern. Still  the nucleus was completely round;  it was not detectably affected by  the 
constraint of the pattern. On the contrary, cells located in the 5 μm narrow grooves displayed in 
addition  to  a  very  elongated  cell  shape  also  an  elongated  nucleus,  which  was  located 
completely inside the groove. This groove width‐dependent difference in cell shape could also 
be  confirmed by determining  the  elongation  factor of  the  cells  (Figure  4,  right). There was a 
significantly higher (p<0.01) elongation induced by grooves with 5 μm width compared to the 
10 μm grooves. The influence of the substrate stiffness on elongation was not or only marginally 
significant (p<0.05) for 10 μm width. 
 
3.4. Influence of topography and stiffness of VN pre‐incubated Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
substrates on cell spreading 
From our recent  investigations on protein adsorption  to  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) substrates we 
could conclude that the presence of serum in the culture medium was necessary to induce cell 
adhesion  to  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  (Chapter  5).  Furthermore  we  discovered  that  amongst  the 
tested serum proteins especially VN was an important factor involved in the annihilation of the 
non‐fouling properties of Acr‐sP(EO‐stat‐PO). Adding to these findings in the present study we 
applied samples which were incubated with a VN solution prior to cell culture. We wanted to 
study whether spreading  induced solely by VN  is  influenced differently by substrate stiffness 
and  pattern  depth  compared  to  that  occurring  in  serum‐supplemented  culture.  For  a 
comparison  of  the  fraction  of  spread  cells  three  differently  patterned  samples  with  10  μm 
groove width were used in cell culture with and without prior VN incubation. Soft 5 μm deep 
samples were  compared with  those of  intermediate  stiffness and  intermediately  stiff  samples 
were used to compare depths of 5 μm and 10 μm (Figure 5). 
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Figure  5:  Cell  spreading  in  dependence  of  VN  pre‐incubation  on  patterned  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
samples with varied stiffness.  
Quantitative results from in vitro cell culture on substrates with different crosslinking densities imprinted 
with regular line patterns with a groove width of 10 μm and a depth of 5 μm or 10 μm. L929 fibroblasts 
were cultured on  the substrates with  (white bars) or without  (grey bars) previous  incubation with VN 
(5 μg/ml). Cells on VN incubated samples were cultured under serum‐free conditions while non‐treated 
samples were used under normal (+10 % FBS) conditions. The number of spread L929 fibroblast is shown. 
It was determined from live images after 24 h cultivation time (* p<0.05; ** p<0.01; *** p<0.001). 
 
 
The  previously  observed  adhesion‐mediating  effect  of  adsorbed  VN was  confirmed  for  the 
three different substrates;  the  fraction of spread cells was significantly higher on  the samples 
that were pre‐incubated with bovine VN. For the non‐treated Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples there 
was a visual but not significant difference in cell spreading (as already highlighted in Figures 2 
and  3)  between  these  three  chosen  patterns  (soft  and  intermediate  with  5  μm  depth  and 
intermediate with 10 μm depth). On  the contrary, on  the VN  incubated samples a significant 
difference  depending  on  substrate  stiffness  as  well  as  on  pattern  depth  was  shown.  Cell 
spreading was enhanced on softer substrates (soft compared to  intermediate) and on the ones 
with deeper grooves (5 μm compared to 10 μm depth) (Figure 5).  
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4. Discussion 
With the presented studies we wanted to address several questions important for the design of 
materials  for  biomedical  applications.  More  precisely,  we  have  systematically  studied  how 
physical  surface  characteristics  influence  the  cell‐repulsive  properties  of  the well‐established 
inert material PEG. In a recent study we have shown that the introduction of micrometer sized 
surface  structures  can  induce  cell  adhesion  and  spreading on  intrinsically non‐adhesive Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) hydrogel surfaces (see Chapter 4 and reference [21]). 
 
Following up on these results we have tried to determine whether this effect can be enhanced or 
reduced  by  changing  structure  dimensions. As  previous  results  revealed  that  the  cells were 
nearly exclusively located in the grooves of the line patterns, we prepared substrates imprinted 
with  groove widths  ranging  from  5  μm  to  50  μm  (Table  1).  The  number  of  adherent  L929 
fibroblasts  after  24  h  was  assessed  by  fluorescence  microscopy  of  fixed  and  rhodamine 
phalloidin stained samples. The number of adherent cells was shown to depend significantly on 
the variation in groove width (Figure 1, left). The by far strongest cell reactions occurred in the 
10 μm wide  grooves which  induced  adhesion  of more  than  twice  as many  cells  as  did  the 
smaller (5 μm) or larger (20 μm) grooves. With further increasing groove width, from 20 μm to 
50  μm,  the number of  adherent  cells decreased  further. Taking  into account  that  the  relative 
groove area in relation to the area occupied by the interspace between the grooves was higher 
on the samples with wider grooves, the observed effect is even more significant (Figure 6).  
 
 
 
Figure 6: Cell adhesion on Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples with different surface patterns. 
The number of adherent L929  fibroblast on  substrates  imprinted with  regular  line patterns of varying 
groove width  (constant  depth  of  10  μm)  is  shown.  Besides  the  raw  data  (see  also  Figure  1)  (round 
symbols), the values were normalized taking into account the number of vertical walls (square symbols) 
and the groove area per sample (triangular symbols) (*** p<0.001). 
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Consequently,  the most attractive pattern for cell adhesion, the one with 10 μm wide grooves 
was applied to additionally study the impact of pattern depth. Comparing 5 μm, 10 μm and 15 
μm  deep  structures  only  a marginally  significant  difference  in  adhesion  incidence  could  be 
observed with the shallower grooves inducing the most pronounced adhesion (Figure 1, right).  
 
We postulate that the impact of topography depends on the pattern dimensions with respect to 
the cell size. The cell body of murine fibroblasts has a diameter of approximately 10 μm when 
not  spread, which matches  the 10 μm groove of  the  samples which act most  strongly on cell 
response. On  these structures cells have  the greatest cell‐surface contact area, as  they  interact 
with  the  bottom  of  the  groove  as well  as with  both  perpendicular  sides.  This  consequently 
makes the establishment of cell‐substrate contacts more likely in the 10 μm space compared to 
the  other  structures. On  the  small  patterns  (5  μm  groove width)  cells  have  to  undergo  an 
immense adaptation of cell shape to fit into the space, which occurs in some cases (see Figure 4). 
On  the  patterned  samples with  larger  grooves  (20  μm)  cells  can  only  have  contact  to  one 
perpendicular side and the bottom at the same time. Furthermore the cells –once settled inside 
of  the  narrower,  10  μm  structures‐  are  shielded  from  forces  of  the  liquid  fluctuation 
(hydrodynamic forces). Therefore those cells do not only have a  larger part of their surface  in 
contact with  the  substrate  but  also have  a  longer  residence  time  to  form protrusions  and  to 
establish adhesive contacts. The cells are figuratively trapped in the grooves. 
 
Our recent findings have indicated that the phenomenon of topography‐induced cell adhesion 
to patterned Acr‐sP(EO‐stat‐PO) must be at least partly due to protein adsorption from serum as 
no  adhesion was occurring under  serum‐free  culture  conditions. Especially  the ECM protein 
VN, which is also present in serum, plays a major role for the adhesion induction, as patterned 
substrates  pre‐incubated  solely  with  a  solution  of  VN  led  to  enhanced  cell  adhesion  and 
spreading  (Chapter 5, Figure 2). These observations evoke  the question whether and how  the 
pattern‐dependent variations in cell response (Figure 1) are correlated with changes in protein 
adsorption.  If  the  amount  or  conformation  of  adsorbed  proteins  was  altered  due  to  the 
micrometer  topography, meaning  that  for example  the pattern edges play an  important  role, 
this should not be dependent on the width of the grooves. Also, if the nm roughness, which was 
unintendedly present on the perpendicular sides of the pattern due to the fabrication process, 
induced enhanced protein adsorption, this should again be independent of the width between 
the perpendicular sides.  
 
Concerning this argument the relative number of perpendicular sites per pattern area has to be 
regarded  to  evaluate  the  overall  influence  of  the pattern  edges. Taking  this  into  account  the 
numbers of adherent cells given in Figure 1 have to be corrected by multiplication with a factor 
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of 1/2  (5  μm width), 5/3  (25  μm width) and 2  (50  μm). This  calculation does not  change  the 
significant decrease  in cell adhesion when  increasing groove width from 10 μm to 20 μm. Yet 
the 25 μm pattern gains in attractiveness for cell adhesion (Figure 6). Observations made during 
live  imaging  can  give  an  explanation  for  the  relatively higher number  of  cells  in  the  25  μm 
grooves  compared  to  the 20  μm grooves. While only one  cell  fits between  the perpendicular 
sites of the 10 μm and 20 μm wide grooves, the 25 μm widths allows the adhesion of 2 cells next 
to each other. This in turn enhances the cell surface area in contact with either the substrate or 
another cell.  
 
In addition to surface topography, the elastic properties of materials are known to influence the 
behavior of various cell types to a great extent [23, 25, 30]. With our studies we wanted to assess 
whether  a  correlation  between  substrate  stiffness  and  cell  behavior  also  occurs  when  the 
intrinsically  non‐adhesive  hydrogels  fabricated  from  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  are  applied  as 
substrates.  It  has  already  been  observed  that  the  optimal  substrate  stiffness  for  cell  specific 
behavior usually resembles the one which cells encounter in their specific in vivo environment, 
which range from several kPa to several hundreds of kPa [30, 36, 37]. Nevertheless, most of the 
studies  examining  the  cell  behavior  on mechanically  tunable  substrates were  performed  on 
substrate with Young’s moduli  only  of  several  Pa  to  kPa  [24,  27].  The  range  of mechanical 
properties  characteristic  of  tissues  and  ECM  however  covers  a  by  far  broader  spectrum. 
Arteries,  for example, have moduli between 1 and 5 MPa and  tendons, which are comprised 
mainly of aligned type I collagen fibers, reach values of up to several GPa [38, 39]. 
 
Variations  in  stiffness  of  our  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  system  were  achieved  by  changing  the 
crosslinking  density  of  the  polymer  network  by  adapting  the  amount  of  photoinitiator  and 
crosslinking  agent  added  to  the  prepolymer  mixture.  We  prepared  hydrogels  with  elastic 
moduli  (Young’s moduli) of 91 kPa  (soft), 0.35 MPa  (intermediate) and 1.1 MPa  (stiff)  in  the 
swollen state (see also Chapter 3, Figure 3). Performed cell culture studies with L929 fibroblasts 
and primary HDFs demonstrated that hardly any cell adhesion was possible to smooth samples 
of  all  three  crosslinking densities. This  observation  supports what had previously  only been 
confirmed for substrates with  intermediate stiffness [21]. The present results demonstrate  that 
indeed Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  bulk  hydrogels  are  cell‐repulsive,  regardless  of  their mechanical 
properties. 
 
The mechanism of cellular mechanosensitivity has not been completely understood yet and  is 
still subject to intensive research and discussion [40‐42]. Nevertheless, it is unanimously agreed 
upon  that a sufficient biochemical  interaction between  the cells’ surface  receptors  (commonly 
integrins) and adhesive cues (proteins or peptides) on the surface is indispensable for stiffness 
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sensing. Via these contacts cells exert tractile forces and thereby probe and interpret the stiffness 
of the substrate [43]. Taking this into account the insignificant influence of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogel stiffness on cell adhesion might most probably be due  to  the  lack of sufficient  force 
generation. It can be argued  that by pulling on  the proteins via  the  integrin contacts,  the cells 
tear  the  proteins  off  the  surface  rather  than  establishing  a  persisting  tension.  Proteins  are 
thought  to  be weakly  adsorbed  to  the  hydrogel  surface,  as Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  is  generally 
believed to be protein‐repellent [7, 8]. 
 
Substrate  topography  was  proven  to  induce  cell  interactions  with  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
substrates  resulting  in  morphological  changes  and  some  actin  polymerisation  and  vinculin 
recruitment [21]. Consequently, we wanted to elucidate whether changes  in substrate stiffness 
have an effect on cell behavior once cell‐material interactions are induced by surface structures. 
Based on the presented results, we chose the pattern with 10 μm groove width (Figure 1, left). 
Although  no  clear  influence  of  pattern  depth  was  observed  for  the  intermediately  stiff 
substrates  (Figure 1,  right) we prepared samples with varying depth  (5 and 10 μm)  from  the 
three  compositions  to  verify whether  the  depth  of  the  pattern  had  an  influence  on  the  cell 
adhesion  in  the case of  the softer and stiffer substrates. Figures 2 and 3 depict  the number of 
adherent  cells  or  the  fraction  of  spread  cells  in  relation  to  the  pattern  dimensions  and  the 
inherent stiffness of the substrates. The stiffness variations influence the response of fibroblasts 
significantly. For the 10 μm deep grooves cell adhesion per se and cell spreading is significantly 
enhanced on  soft  substrates  compared  to  intermediate ones and  significantly  smaller on  stiff 
substrates.  
 
With  the  combination  of  a  variation  in  crosslinking  density  and  topography  not  only  the 
inherent stiffness of the material (here given as Young’s modulus) but also the so‐called spring 
stiffness  (rigidity)  is  changed  [40].  Spring  stiffness,  in  contrast  to  the  material  stiffness,  is 
dependent on  the geometry and dimensions of  the substrate. It refers  to  the movement of  the 
point of force application dependent to the applied force [40]. The larger the structure depth in 
relation to the width (aspect ratio) and the  lower the stiffness, the easier the structures can be 
deformed. Cells can exert tractional forces via their adhesion sites and thereby actively deform a 
substrate [44]. With respect to size of the fibroblasts and the forces which cells were reported to 
be capable of exerting to the substrate [45], the topography dimensions chosen for our studies 
are  not  likely  to  be  deformed  by  the  cells.  Indeed,  we  could  not  document  any  visible 
deformation  of  the  structures.  Yet,  since  the  cells  are  predominantly  located  on  the  groove 
bottom, appreciating maximal contact to the surface, the softer material could be more attractive 
because of  its higher  compliance. This hypothesis was  supported by analyzing  fibroblasts on 
soft and stiff substrates with 25 μm groove width. We could confirm that there were more cells 
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adherent on soft substrates and  that  the cells on soft substrates had an apparently  larger cell‐
surface  contact  area  (images  not  shown).  Regarding  the  10  μm  grooved  substrates,  cells 
surrounded by a softer and more compliant substrate might be able to better fit themselves into 
the  groove  and  have  a  larger  fraction  of  their  cell  surface  in  direct  contact  to  the  substrate 
material, thereby being figuratively trapped between the groove walls. 
 
It also has to be considered that variations in crosslinking density and according swelling ratio 
can have  led  to changes  in  the pattern dimensions upon hydration. As  the groove width and 
depth  had  shown  to play  a  significant  role  in  cell  adhesion  and  spreading we  analyzed  the 
actual size of the groove width and depth of hydrated samples (Figure 7).  
 
 
 
Figure 7: Pattern dimensions of hydrated Acr‐sP(EO‐stat‐PO) samples with varied stiffness.  
Substrates with different crosslinking densities were imprinted with regular line patterns with a groove 
width of 10 μm and a groove depth of 5 μm or 10 μm. Sections of the hydrated samples were analyzed by 
light microscopy to determine the actual groove width (left) or groove depth (right) after swelling. The 
red  bars  correspond  to  the  theoretical  pattern  dimensions  in  dry  state  (n=20;  *  p<0.05;  **  p<0.01; 
*** p<0.001). 
 
 
The swelling of the substrate led to an increase in groove width, which was remarkably larger 
in  the case of  the  shallower grooves  for all  three  formulations  (Figure 7,  left  side). While  the 
increase in groove width of the 5 μm deep samples correlated with the crosslinking density of 
the substrates (largest width for softest sample), this correlation was not observed so clearly for 
the  10  μm  deep  samples;  the  groove  widths  on  all  samples  were  a  little  bit  larger  upon 
hydration,  but  no  trend was  recognized. As  can  be  seen  in  Figure  7  (right  side),  all  groove 
depths were  increased by swelling as well. Yet, only for the 10 μm deep structures significant 
stiffness‐dependent variations were visible.  In addition  to  the differences  in stiffness between 
the  three  tested crosslinking densities also  these subtle changes  in pattern dimensions due  to 
the swelling might affect the cell response. Yet, when comparing the soft and the stiff substrates 
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with  10  μm  depth,  no  significant  difference  in  effective  groove  width  was  seen  while 
significantly different degrees of cell adhesion and spreading were shown.  
 
From the observation described so far we can deduce that the enabled cell‐surface interactions 
(i.e.  protein  adsorption  from  serum)  and  surface  rigidity  probing  on  patterned  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  are  sufficient  to  induce  mechano‐responsive  behavior  of  the 
fibroblasts. The amount of non‐specifically adsorbed serum proteins appears  to be enough  to 
allow the cells to form adhesions and sense differences in material stiffness. When the surfaces 
were pre‐incubated with VN, noticeably  stronger  cell‐surface  interactions  and  cell  spreading 
were  induced  (Figure  5).  The  trend  in  cell  spreading  corresponded  to  that  on  non‐treated 
samples; the fraction of spread cells was higher on softer and deeper (10 μm compared to 5 μm) 
samples.  
 
Adding to the conclusions drawn so far, namely that patterns with groove width and depth in 
the cell size range (10 μm) induce the strongest effect and that the cells adhere most likely to the 
softer substrates, the results with VN pre‐incubation reveal that VN must be a mediator of the 
mechanosensing on Acr‐sP(EO‐stat‐PO). Since samples that were pre‐incubated with VN were 
always cultured  in  serum‐free medium, VN  is consequently  the only adhesive  serum protein 
that can possibly  initiate  the observed cell responses, especially at  the early cultivation  times. 
After several hours in culture, it is also possible that the cells synthesize and deposit additional 
ECM  proteins. With  v3‐integrin  being  the major  receptor  for VN,  this  finding  implies  the 
involvement of v3‐integrins  in the transmission of mechanical signals [46‐49]. v3‐ntegrin  is 
known  to support  tension‐dependent changes  in cell shape  in fibroblasts [50]. More precisely, 
Sheetz  and  coworkers  reported  that  while  high  matrix  forces  are  primarily  supported  by 
clustered  α5β1‐integrins,  the  less  stable  links  to  αvβ3‐integrins  initiate  mechanotransduction, 
resulting  in  reinforcement  of  integrin‐cytoskeleton  linkages  [51]. Nevertheless, most  studies 
exploring  mechanosensitivity  of  cells  were  conducted  on  FN  rather  than  VN  as  adhesion‐
mediating ECM protein [48‐51]. Yet, VN is exceptionally relevant in terms of biomaterial related 
research. It is well known that VN is one of the major mediators of cell adhesion in vitro [52, 53].  
 
Furthermore, VN plays a dominant role in the foreign body reaction to implanted materials in 
vivo. Anderson and coworkers confirmed that VN but not FN supports significant macrophage 
adhesion  and  foreign  body  giant  cell  (FBGC)  formation  [54,  55].  The  results  presented  here 
further  underline  the  importance  of  the  ECM  protein  VN  in  terms  of  non‐specific  protein 
adsorption to biomaterial surfaces and also in terms of mechanotransduction. 
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5. Conclusions 
PEG‐based  bulk  hydrogels  (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)) with  different  surface  patterns  and  tunable 
stiffness were applied  in  cell  studies with  fibroblasts. The  combined  influence of  topography 
and mechanics of the substrates on cell adhesion and morphology was systematically analyzed. 
Pattern dimensions  in  the cell  size  range  (10 μm wide grooves and 10 μm depth) were most 
conducive to cell adhesion and spreading. Cell response was even more pronounced on softer 
substrates compared  to stiffer ones. As PEG  is generally well known  for  its anti‐adhesiveness 
and  is  commonly  applied  for biomedical purposes,  it  is  important  to  take  into  consideration 
what our  study has  shown: physical and mechanical  surface properties  can  impede  the anti‐
adhesive  characteristics  of  PEG.  On  the  other  hand  it  also  opens  new  opportunities  for 
biomimetic material design which does not  rely  on biochemical  surface  functionalization  for 
manipulating cellular responses. 
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Micro‐engineered PEG hydrogels: 
3D scaffolds for guided cell growth 
 
Designing  three‐dimensional  (3D)  scaffolds  which  enable  selective 
manipulation  of  cell  growth  in  vivo  and  in  vitro  is  of  high  relevance  for 
applications  in  tissue  engineering  and  regenerative  medicine.  Especially 
scaffolds  with  oriented  morphologies  bear  high  potential  to  guide  the 
restoration of  specific  tissues, e.g.  in  the peripheral nervous  system  (PNS). 
We  present  the  fabrication  and  in  vitro  assessment  of  hydrogel  scaffolds 
which  support  long‐term  survival, proliferation and unidirectional growth 
of  embedded  cells.  Hydrogels  were  crosslinked  from  acrylate  (Acr)‐
functionalized  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) 
macromonomers  in  aqueous  solution.  Parallel  channel  structures  were 
introduced into the bulk hydrogels by uniaxial freezing. This method allows 
for the transformation of the high water content homogeneous hydrogel into 
a scaffold, providing stable and uniform porosity suitable  for cell  invasion 
(pore diameters of 5‐15 μm). Scaffolds were successfully applied for in vitro 
studies with murine fibroblasts (NIH L929). The cells showed a remarkable 
unidirectional growth along the channels, travelling several mm of distance 
through the hydrogel. 
 168
1. Introduction 
The extracellular matrix  (ECM)  is a complex 3D environment  in which cells  interact, migrate, 
proliferate  and  differentiate  in  a  defined  way.  To  mimic  the  highly  specific  chemical  and 
physical signals of the ECM is an essential yet also extremely challenging task for the successful 
design of tissue engineering scaffolds and matrices [1‐4]. 
 
High water  content  hydrogels  are  an  attractive material  for  developing  artificial  biomimetic 
ECM as they can meet a range of architectural characteristics and mechanics relevant for many 
soft  tissues  [5]. Hydrogels are water swellable, yet water  insoluble, crosslinked networks  that 
provide  the  embedded  cells  with  a  highly  hydrated  environment  permeable  for  oxygen, 
nutrients and cellular wastes [6‐8]. Hydrogel matrices for in vitro applications include a variety 
of  naturally derived  proteins  and polysaccharides  (e.g.  collagen,  fibrin),  as well  as  synthetic 
polymers  (e.g.  poly(ethylene  glycol)  (PEG),  polylactide,  polyacrylamide)  (for  review  see 
references [9‐12] and Chapter 3). While natural materials have an  inherent bioactivity and are 
commonly degradable by cellular enzymes, synthetic materials also have potential  for  in vivo 
applications as  their properties can be  readily  tailored with  specific, desirable biochemical or 
mechanical  properties.  Many  synthetic  hydrogels  are  formed  under  mild,  cytocompatible 
conditions and can be modified  to display specific cell adhesive  ligands or degradation sites. 
Moreover,  variations  in  the  synthetic  gels’  compliance  can  be  achieved  by  adjusting  the 
crosslinking density  [9,  10]. Hydrogels based on PEG  in particular have  attracted  interest  as 
synthetic  ECM  analogs  in  different  tissue  engineering  applications  and  have  been  widely 
explored as substrates for cell encapsulation. Various types of cells, such as osteoblasts, smooth 
muscle  cells  and  chondrocytes  were  shown  to  survive,  grow  and  proliferate  in  differently 
modified PEG matrices [11‐14].  
 
As many tissue engineering applications do not only rely on cell growth but rather on a guided 
cell  distribution  in  the  scaffolding material  the  introduction  of  topographical  cues  can  be  a 
supportive feature. To bridge defects and to restore the function of specific tissues, (e.g. in the 
peripheral  nervous  system  (PNS)),  tissue  engineering  substrates  have  to  be  designed  with 
oriented  morphologies  for  directed  cell  growth  or  migration  [13,  15].  The  introduction  of 
microporous structures in a non‐degradable matrix can support proliferation and migration of 
embedded cells which would otherwise be restricted in their movement. Moreover, controlled 
scaffold patterning  is also  interesting with regard to  its effect on gene expression [16] and cell 
differentiation [17]. 
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Depending on  the desired architecture a wide range of  techniques can be applied  to  fabricate 
topographical modifications with  different  levels  of  complexity,  from  nanofiber matrices  to 
microporous scaffolds. Methods include for example self‐assembly [18, 19], electrospinning [20], 
particulate leaching [21, 22], temperature‐induced phase separation [23, 24], freeze‐drying [25], 
3D  printing  [26,  27],  laser  stereo‐lithography  [28,  29]  and  moulding  [30].  Within  these 
techniques,  freeze‐drying  (also  called  lyophilisation), which  is  generally  used  to  prevent  the 
collapse  of  a  porous  material,  can  be  applied  to  introduce  durable  structures  into  a 
homogeneous  hydrogel.  The  formation  and  elongation  of  ice  crystals  imprints  an  oriented 
open‐pore  structure on  the material, which  is  retained by  the  subsequent  sublimation of  the 
solvent. Creating a stable parallel microporosity by this “uniaxial freezing” has gained renewed 
interest [31]. One issue with uniaxial freeze‐drying, and common to porous scaffolds in general, 
is  controlling  the  pore  size, which,  in most  of  the  cases,  is  in  the  range  of  several  hundred 
micrometers. Although porosity at the micrometer scale can provide contact guidance, the cells 
still attach to a two‐dimensional (2D) surface and as such do not exhibit a phenotype that would 
be expected in 3D native tissue. 
 
This study outlines  the development of a PEG‐based scaffold with oriented pores by uniaxial 
freezing.  We  have  used  a  star‐shaped  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide) 
macromonomer with  acrylate  (Acr)  end‐groups  (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)), which  is  known  to  be 
non‐cytotoxic and non‐immunogenic and which can be  functionalized by covalent binding of 
cell adhesion‐mediating peptides to the Acr [32]. In this respect, star‐shaped molecules offer the 
advantage of a high density of such end‐group functionalities [33]. We have formed chemically 
crosslinked  and  therefore  extremely  stable,  transparent,  high water  content  hydrogels with 
storage moduli  encompassing  those  of many  biological  tissues.  Studies with  fibroblast  (NIH 
L929) were conducted to confirm the biocompatibility and in vitro applicability of the hydrogel 
scaffolds  as well  as  to  assess  the positive  effects  of  the porous morphology  on  cell  survival, 
migration and proliferation compared to uniform, non‐structured gels.  
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2. Materials and methods 
2.1. Material fabrication 
2.1.1. Acrylation of sP(EO‐stat‐PO) macromonomers 
The  acrylation  of  the  sP(EO‐stat‐PO)  macromonomers  was  performed  according  to  the 
procedure described in detail in Chapter 3, section 2.1. [33]. 
 
2.1.2. Hydrogel preparation 
Hydrogels were  formed via  redox‐initiated crosslinking of aqueous  solutions containing Acr‐
sP(EO‐stat‐PO),  ammonium  persulfate  (APS,  Sigma‐Aldrich,  Germany)  and  tetramethyl‐
ethylenediamine  (TEMED)  (Sigma‐Aldrich,  Germany).  The  appropriate  amounts  of  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) and water were weighed into plastic tubes (Eppendorf AG, Germany) to obtain 
solutions with concentrations varying from 4.4 % to 50 % (w/v). The Acr‐sP(EO‐stat‐PO) rapidly 
dissolved  in water and the solutions were mixed for one minute. APS and TEMED were then 
added  in 5 % and 0.4 %  (w/w)  respectively. The  solutions were  transferred  into 1 ml plastic 
syringes, and allowed to crosslink for 24 h. After curing the hydrogels were transferred to a 10 
ml  syringe  filled  with  water  to  hydrate  to  their  equilibrium  water  content  over  48  h.  The 
resulting hydrogels had a cylindrical shape. 
 
2.1.3. Hydrogel functionalization with RGD peptide 
The  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  was  functionalized  with  GRGDS  (Bachem,  Switzerland)  prior  to 
dissolution  and  crosslinking  (referred  to  as  RGD  throughout  the  text).  The  acrylic  acid 
N‐hydroxy  succinimide  ester  (NHS, Sigma‐Aldrich, Germany) was  covalently  coupled  to  the 
RGD. A volume of 950 l of 50 mM sodium bicarbonate buffer (BDH laboratory supplies, UK) 
was added to 1 mg of NHS and the solution was mixed. When the NHS was dissolved, 1 mg of 
RGD was added and mixed. The solution was then left at room temperature for 2 h. The Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) hydrogel was  then polymerised  as previously described  but with double  the 
amounts of APS  and TEMED  to  ensure polymerization given  the  lower number of  acrylates 
present  in  the  solution.  The  RGD‐functionalized  hydrogels  were  rinsed  thoroughly  in  PBS 
before use to wash out non‐reacted RGD peptides. 
 
Hydrogel preparation,  functionalization and chracterization have been carried out by Dora F. 
Alves and Petra Mela. 
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2.1.4. Uniaxial Freezing 
Oriented pores were generated by uniaxial  freezing of  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels. The 
fully hydrated gel was placed  in excess water  in a 2 ml  syringe cut open at  the  tip end. The 
syringe was  then  closed with  parafilm  (Pechney  Plastic  Packaging,  Inc, USA),  placed  in  an 
expanded polystyrene block to avoid a radial thermal gradient during the freezing process and 
put  into contact with a copper stub, which was partially  immersed  in  liquid nitrogen. The  ice 
crystals grew from the end of the syringe along the entire length of the hydrogel. 
 
2.2. Material characterization 
2.2.1.  Equilibrium water content 
The hydrogels were weighed  in  the  fully hydrated  state and after dehydration at 37  °C. The 
equilibrium water content  (EWC) was  then calculated as a weight percentage of water  in  the 
original swollen hydrogel according to the formula, 
100% 
H
dH
W
WWEWC
 
where WH is the weight of the hydrated sample and Wd the weight of the dehydrated sample. 
For each type of hydrogel at least 3 individual samples were measured. 
 
2.2.2. Rheological measurements 
Gelation  kinetics  were  measured  with  a  dynamic  stress  rheometer  (DSR)  (Rheometrics, 
Germany).  The  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  solution  containing  APS  and  TEMED  was  dispensed 
between the plates of the rheometer and a layer of silicone oil applied to prevent evaporation of 
the water  around  the  outside  edges. The  storage modulus  (G’)  and  loss modulus  (G”) were 
measured over  time  at  a  frequency of  1 Hz  and  the gelation  time  calculated  from when  the 
TEMED was added to the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) solution until the crossover point, where G’=G”, 
just prior  to an exponential  increase  in complex modulus G*. Young´s modulus  (E) was  then 
calculated from the elastic shear modulus using the rubber elasticity theory E = 3G´. 
 
2.2.3. Cryo scanning electron microscopy (cryo‐FESEM) 
A  high  resolution  field  emission  scanning  electron  microscope  (FESEM,  Hitachi  S4800, 
Germany)  equipped  with  a  cryoSystem  (Gatan  Alto  2500,  United  Kingdom)  was  used  for 
imaging.  A  slice  (thinner  than  1  cm)  of  a  fully  hydrated  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogel was 
uniaxially  frozen  directly  on  a microscope  aluminium  stub  partially  submerged  into  liquid 
nitrogen. The stub with the frozen sample was transferred into the cryoSystem where fractures 
were made in the gel by means of a cooled scalpel as to expose areas of the samples on different 
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planes. The  ice was sublimed by raising the temperature of the chamber from  ‐180°C to  ‐90°C 
where  it  was  maintained  for  30  min.  The  sample  was  then  transferred  to  the  microscope 
chamber and imaged with a working distance between 8‐15 mm and an acceleration voltage of 
1.5 kV. The pore size was estimated from the analysis of the FESEM images as an average of the 
smallest and largest diagonals of the cross‐section of randomly selected pores (n>15). 
 
2.2.4. Cryo microsections 
The  samples  prepared  in  the  FESEM  cryoSystem  had  a  maximum  height  of  1  cm  due  to 
technical  limitations,  while  the  gels  prepared  in  a  syringe  were  typically  5  cm  in  length. 
Therefore to estimate the pore size at the distal end of the gel from the initial freezing boundary, 
cross‐sections of the longer gels were made in the frozen state. Cross‐sections with a thickness 
ranging  from  30  μm  to  8  μm  were  made  at  ‐20  °C  with  a  Leica  3050  cryostat  (Leica 
Microsystems GmbH, Germany), placed  on  a glass  slide  and visualized by  light microscopy 
(Axio  Vert  100A,  Carl  Zeiss,  Germany).  Images  were  taken  with  an  AxioCam  MRc  digital 
camera  (Carl Zeiss, Germany) and analysed with AxioVision 40 V4.6.1.0 software  (Carl Zeiss, 
Germany). 
 
2.3. In vitro cell culture studies 
2.3.1. Fibroblast cell culture 
A murine  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH  L929 was  used  for  in  vitro  experiments 
(DMSZ, Braunschweig, Germany). Cells were  cultured  in RPMI‐1460 medium  supplemented 
with 10 % fetal bovine serum (FBS) and 1 % penicillin/ streptomycin (PAA, Germany) at 37 °C 
in a 5 % CO2  supplied  incubator. The  culture medium was  exchanged  every  two days. Cells 
were harvested with 0.25 % trypsin/EDTA (PAA, Germany).  
 
The hydrogel samples were sterilized by immersion in 70 % ethanol for 10 minutes, followed by 
a 30 min wash in sterile water. The wash in sterile water was repeated 3 times; subsequently the 
gels were kept  in  sterile Dulbecco’s phosphate buffered  saline  (PBS) until use. Bulk  samples 
were prepared by cutting slices of approx. 5 mm height and 5 mm diameter which were placed 
in 24 well plates (Greiner Bio‐one, Germany). For the cultivation experiments on the surface of 
hydrogel  layers  or  bulk  samples  60,000  cells/ml RPMI medium were  used.  For  the  injection 
experiments  app.  1  μl  of  a  4.000.000 cells/ml  suspension  in  RPMI  medium  was  carefully 
transferred into the samples with a Microliter ® Syringe (Hamilton, Switzerland). For samples 
presenting microtubular structures the needle was positioned perpendicular to the direction of 
the structures. These samples were always maintained in culture with the pores perpendicular 
to the direction of gravity. 
 173
2.3.2. LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity staining 
Viability  staining  of  the  cells was  carried  out  according  to  protocol with  the  LIVE/DEAD® 
Staining  kit  (Invitrogen,  Oregon,  USA).  Incubation  time  with  the  staining  solution  was 
increased from 5 min to 30 min for 3D samples with injected cells. 
 
2.3.3. Immunological staining 
For  immunological staining of  the cytoskeleton, cells were  fixed  in 4.0 %  formaldehyde, pH 7 
(Carl  Roth,  Karlsruhe,  Germany),  permeabilized  with  0.1  %  Triton  X‐100  (Sigma‐Aldrich 
Chemie,  Munich,  Germany)  and  blocked  in  1  %  bovine  serum  albumin  (BSA)  (Servia 
Electrophoresis,  Heidelberg,  Germany)  in  PBS.  To  detect  F‐actin,  cells  were  labeled  with 
tetramethylrhodamine isothiocyanate‐conjugated phalloidin (rhodamine phalloidin) (1:500) for 
90 min at room temperature or over night at 4 °C, eventually followed by DNA staining with 
4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI) (1:1000) for 20 min (Chemicon, Schwalbach, Germany). 
 
2.3.4. Optical and fluorescence microscopy 
Cell morphology and growth were monitored at different cultivation times (1 d to 28 d) by light 
microscopy  on  an  inverted  Axiovert  100A  Imaging  microscope  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany), equipped with an XL 100/135 incubation unit with temperature and CO2 control. For 
fluorescence microscopy Axio Observer Z1, equipped with an ApoTome  system was used  to 
achieve optical  sectioning  through  the  fluorescent  sample. Z‐stack  images were generated by 
merging  all  the  individual  images  taken  at  different  planes.  Pictures  were  taken  using  an 
AxioCam MRm digital camera and analyzed using the AxioVisionV4.6./V4.7 software package 
(Carl Zeiss, Goettingen, Germany). 
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3. Results 
3.1. Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogel preparation and characterization 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  aqueous  solutions with  concentrations  ranging  from  4.4  to  50 wt% were 
crosslinked  to  form  transparent  hydrogels.  Typically we worked with  gels with  cylindrical 
shapes (Figure 1) as disposable syringes were used to polymerize the macromonomer solutions 
within. All  the hydrogels maintained  their original shape when put  in excess water and were 
easy to handle.  
 
 
 
Figure 1: Photograph of a 5 wt% Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogel in the hydrated state.  
The  gel  is  transparent,  flexible  and  easy  to  handle.  Approximately  2  mm  thick  slices  cut  from  the 
cylindrical samples, as shown on the right, were applied for in vitro studies.  
 
 
Characteristic  properties  of  the  gels  such  as  equilibrium  water  content  (EWC),  Young’s 
modulus  and  gelation  time  were  determined  and  are  presented  in  Figure  2.  For  low 
macromonomer  concentrations  (≤5 wt%) an EWC up  to 99 % was obtained  corresponding  to 
approximately  a  4‐fold  increase  in  gel  volume.  With  rising  macromonomer  concentration 
gelation times decreased (e.g. 42 min for a 5 wt% compared to 13 min for a 30 wt% hydrogel) 
while the Young’s modulus increased (e.g. 0,6 kPa for a 5 wt% compared to 4,3 kPa for a 30 wt% 
hydrogel).  
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Figure 2: Physical properties of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels.  
Young’s modulus (left side:  logarithmic plot), equilibrium water content (EWC) and gelation time were 
determined  depending  on  the  macromonomer  concentration  (wt%)  of  the  gels.  Due  to  the  rapid 
crosslinking (gelation time <1 min), it was not possible to obtain rheological values for the 50 wt% gels.  
 
 
Hydrogels  with  a  macromonomer  concentration  of  5  wt%  and  a  Young’s  modulus  of 
approximately 0,6 kPa were chosen for uniaxial freezing and in vitro studies. In order to match 
these mechanical  properties  RGD‐functionalized  gels were  fabricated with  a  slightly  higher 
weight percentage of macromonomer  (5.2 wt%).  In  this  instance,  the  covalent binding of  the 
bioactive  peptide  reduces  the  number  of  reactive  acrylate  groups  otherwise  available  for 
crosslinking of the macromonomers. 
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3.2. Uniaxially frozen hydrogels 
An  oriented,  porous  morphology  was  introduced  by  uniaxial  freezing  in  both  the  RGD‐
functionalized  and  non‐functionalized  gels  with  macromonomer  concentrations  of  5.2  and 
5.0 wt%,  respectively. After  the  uniaxial  freezing  procedure,  the  gels were  thawed  in  excess 
water at room temperature and imaged with optical microscopy (Figure 3, left). It was possible 
to clearly visualize different morphologies in planes parallel and perpendicular to the direction 
of the ice crystal growth, despite the low contrast and the high water content of the gels. The gel 
in Figure 3 presents directional linear features over its entire length and a porous appearance in 
the cross‐sectional area. This microtubular, channel‐like morphology can be also clearly seen by 
cryo‐FESEM imaging of the fractured planes (Figure 3, right side).  
 
Figure 3: Light microscopy,  cryo‐SEM  images of 5 wt% Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels after uniaxial 
freezing.  
Light microscopy  images of hydrogel thawed in water after uniaxial freezing are given on the  left side: 
The gel presents a porous morphology  in perpendicular planes of  the  ice  crystal growth and oriented 
linear structures in planes parallel to the ice crystal growing direction. Electron micrographs (FESEM) of 
cryo‐fractured  and  sublimated  gels  are  shown  on  the  right  side.  The  cross‐sectional  channel  size 
distribution is given (bottom image, right side).  
 
 
The channel cross‐sections appeared as polygons with 4‐7 sides and diameter sizes ranging on 
average  from  5  to  15  m. Uniaxial  freezing  allowed  in  principle  for  the  structuring  of  long 
samples (centimeter range).  
 
 
 177
If the freezing rate is not constant along the axis of the whole gel (as in this study) there will be 
a  gradient  in  the  pore  size  along  the  crystal  growth direction  [34,  35]. This was  verified  by 
analysis of cross‐sections taken from frozen samples at a distance of approximately 4 cm from 
the side where the freezing was initiated. Channel sizes in those areas were significantly larger, 
ranging between 20 and 50 μm (Figure 4).  
 
 
 
Figure  4:  Light  microscopy  image  and  channel  size  distribution  of  a  5  wt%  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogel at a distance of 4 cm from the beginning of the freezing (metal stub).  
Light microscopy  image of hydrogel  thawed  in water shows porous  like morphology  in perpendicular 
planes to the freezing direction (left side). The pore size distribution is given in the graph on the right. 
 
 
Regarding the durability of the induced oriented structures, we could not observe any changes 
in their appearance by light microscopy for a period of two months. Additionally, the channel 
structures remained present after dehydration and subsequent rehydration of the gels.  
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3.3. In vitro evaluation of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogel system 
Both  the  RGD‐functionalized  and  the  non‐functionalized  gels  were  applied  in  cell  culture 
studies with  the murine  fibroblast  cell  line NIH L929  to  confirm  the  cytocompatibility of  the 
material. Bulk free‐standing samples as well as thin hydrogel layers immobilized on glass slides 
were used as substrates to study viability, morphology and proliferation of cells cultivated on 
the samples’ surfaces. Cells were shown to stay viable for at least ten days, which indicates that 
no toxic effects originate from the material or possibly residual crosslinking agents. A positive 
effect of the incorporated RGD peptides on cell adhesion and spreading could be confirmed for 
the hydrogel layers and also for the free‐standing bulk gels (Figure 5). Yet, on the bulk gels cell 
cluster formation was shown to occur prevalently. Only the cells located in the periphery of the 
clusters were exhibiting a spread morphology. 
 
 
 
Figure 5: L929 cells cultivated on bulk samples and thin layers of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels.  
Cells were  seeded  on  top  of  bulk  hydrogels  or  layers  of  hydrogels  immobilized  on  glass  slides.  The 
hydrogels were fabricated without functionalization and with RGD‐functionalization. Live images were 
taken after 24 h cultivation time. 
 
 
As the introduction of channel structures was achieved by physical modification, namely by ice 
crystal formation, no differences in terms of material cytotoxicity were expected to occur when 
comparing  gels with  and without  channels  structures. The  influence  of  the  altered  substrate 
topography (channel structures) on cell viability and proliferation was further assessed in vitro. 
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3.4. In vitro application of uniaxially frozen hydrogel scaffolds  
To assess  the guidance effect and  the stability of  the channel structures  in vitro, an  initial cell 
population was  seeded  by  injection  into  the middle  of RGD‐functionalized hydrogels which 
before had been uniaxially  frozen  into porous scaffolds. Viability, proliferation and migration 
behavior of the fibroblasts was monitored. Micrographs of the cells inside the gels are given in 
Figure 6. A clear directional growth of the cells can be observed. Single cells started to grow out 
of  the  aggregates  formed  in  the disrupted part of  the gels  after  approximately  three days of 
cultivation. Time‐lapse imaging revealed that the cells ahead of the branching structure showed 
a highly dynamic formation and retraction of cell protrusions.  
 
 
 
Figure  6:  L929  cells  cultivated  inside  uniaxially  frozen  5.2  wt%  RGD‐functionalized  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) hydrogel samples.  
Figures (a) and (b) show live images of fibroblasts cultivated for 7 d and 9 d, respectively; dotted line in 
(b) indicates the outer surface of the gel. Figures (c)‐(f): fluorescence micrograph showing actin (red) and 
cell nuclei (blue) of fibroblast cultivated for 10 d. (f): including z‐stack side view on the top and right side 
of the image. The white sketches display the orientation of the channels in the sample.  
 
 
Micrographs of  fluorescently  stained  fibroblasts  taken  in planes perpendicular  to  the channel 
orientation  also  confirmed  the  orientated  growth  (Figure  6  c  vs.  6  d).  Especially  the  z‐stack 
image  in Figure  6  f  shows  that no  cell growth  in directions  away  from  the  induced  channel 
structures  was  evident.  Once  coming  out  of  the  gel,  the  cells  proliferated  further,  staying 
aggregated and showing a round morphology (Figure 6 b). Cell proliferation was observed up 
to 28 days corresponding to our maximum observation time. 
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Many of  the fibroblasts (e.g.  in Figures 6 e and f) exhibit an elongated morphology, evidently 
due to adaptation to the channel size, which was calculated to range between 5 μm and 20 μm 
(Figure 2). Nevertheless, neither the development of an actin cytosceleton nor the formation of 
stable  cellular  extensions  (cell  spreading) was  observed  inside  the  channelled  gels. As  these 
observations hint to a relatively small or even neglectable influence of the RGD peptides on the 
guided cell growth,  in vitro studies were also carried out with porous hydrogels without any 
biofunctionalization.  Several  advantages  would  result  from  the  application  of  non‐
functionalized, inert PEG‐hydrogel scaffolds (e.g. prevention of adverse reactions in vivo). Cells 
were injected into the uniaxially frozen hydrogels by the same procedure as described before.  
 
 
 
Figure 7: L929 fibroblasts cultivated in uniaxially frozen 5 wt% Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels.  
The micrograph on the left shows a live image of fibroblasts cultivated for 10 d in the porous gel. On the 
enlarged areas the growth progression from day 10 to day 13 can be observed. Fibroblasts cultivated for 
13 days  inside  the  3D  scaffolds were  stained  for  F‐actin with  fluorescent phalloidin. After  20 days  in 
culture, cells reached the outer surface (dotted line) of the gel and formed aggregates on the outer surface 
(micrograph right side). The white sketch displays  the orientation of  the channels  in  the sample.  In all 
gels the cells grew and proliferated from the initial cluster in the direction of the channels (indicated by 
the arrows). 
 
 
Branched cell arrangements as seen  in  the RGD‐functionalized gels were also observed  in  the 
non‐functionalized  hydrogels.  The  cells  were  proliferating  in  a  comparable  rate  and  were 
capable of reaching from the initial injection side to the outer surface. The two micrographs on 
the  right  side  of  Figure  7  show  the  course  of  directional  growth  with  time  (three  days  in 
between the two images). In general the cells’ morphology was elongated inside the channels, 
comparable to that observed in the RGD‐functionalized gels.  
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To  confirm  the  exclusive  correlation of  the growth behavior with  the  channel morphologies, 
L929  cells  were  injected  into  gels  without  any  internal  structures.  Cell  morphology, 
proliferation as well as  long‐term viability were compared. Figure 8 shows  the growth of  the 
injected fibroblasts over a time period of 10 days for the non‐channeled and non‐functionalized 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels.  
 
 
 
Figure 8: L929 fibroblasts cultivated inside uniform Acr‐sP(EO‐stat‐PO) hydrogels.  
Cells were  injected  into hydrated gels without  internal  channel  structures.  Images of  the  same area  in 
each sample (indicated by arrow) were taken after 4, 7 and 10 days incubation time.  
 
 
Fibroblasts were observed  to proliferate  inside  the gel but  stayed aggregated  in  cell  clusters, 
filling the area which was damaged by the insertion of the micro syringe needle. Fluorescence 
viability staining during early cultivation times confirmed that the majority of the cells injected 
were alive. The percentage of viable cells  in  the unstructured gel decreased after one week  in 
culture  and  after  approximately  10  days  most  of  the  cells  were  dead  (images  not  shown). 
Directional  outgrowth  of  single  cells  or  cell  clusters  from  the  initially  occupied  area  in  the 
middle of  the gel was not observed  in any of  the  samples. Corresponding observations were 
also made  for  the RGD‐functionalized hydrogels; no significant differences could be detected 
when comparing the cell behavior in both gel types. 
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4. Discussion 
We  have  designed  a  PEG‐based  hydrogel  system  for  the  fabrication  of  3D  scaffolds  with 
oriented, porous  structures. The  scaffolds were  shown  to be capable of  supporting  long‐term 
cell  survival  and proliferation  and  to  induce  an  exclusively directional growth of  embedded 
cells  in vitro. The hydrogels were  formed by chemically crosslinking acrylate‐terminated star‐
shaped  P(EO‐stat‐PO)  macromolecules  and  were  shown  to  be  tunable  regarding  their 
mechanical  properties. Depending  on  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO) macromonomer  concentrations 
used,  hydrogels with Young’s moduli  spanning  nearly  four  orders  of magnitudes,  i.e.  from 
10 Pa to 83 kPa could be fabricated (Figure 2). Furthermore, the intrinsically inert gels with their 
high density of functional end‐groups (Acr) make an ideal platform to introduce biofunctional 
signals.  Importantly,  the hydrogels maintained  excellent optical properties  throughout  the  in 
vitro  experiments.  Furthermore,  compared  to  other  hydrogels  commonly  applied  for  in  vitro 
experiments  (e.g.  fabricated  from  collagen)  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  showed  no 
autofluorescence (Figure 6) and are therefore applicable for fluorescence microscopy studies. 
 
PEG‐based hydrogels are generally well accepted as biocompatible materials, and this extends 
to  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  system described here  [32, 36]. To achieve  specific  cell growth and 
migration cell‐adhesive signals can be incorporated by covalent linking to the reactive Acr end‐
groups of the sP(EO‐stat‐PO) macromonomers. The FN‐derived RGD peptide sequence, which 
is  recognized  by  integrin  receptors  of  many  cell  types,  is  commonly  used  to  mediate  cell 
adhesion  to  otherwise  inert  materials  [37].  For  our  gel  system  the  incorporation  of  RGD 
peptides  had  an  effect  on  the  gel mechanical  properties.  Therefore,  the  concentration  of  the 
macromonomer as well as the amount of initiator and catalyst were adjusted in order to match 
the mechanical properties of the non‐functionalized gels. While the fibroblasts seeded on non‐
functionalized Acr‐sP(EO‐stat‐PO) layers (immobilized to glass surfaces) were not able to attach 
and  spread,  RGD‐functionalization  resulted  in  cell  adhesion  and  spreading  (Figure  5). 
Contrarily, on the bulk samples predominantly round cell morphology and assembly in big cell 
aggregates with preserved cell‐cell contacts was observed regardless of RGD‐functionalization. 
A weak  influence  of  the  incorporated RGD peptides  could be  seen  in  that  some  cells  in  the 
periphery of the aggregates were displaying a spread shape with a larger cell‐substrate contact 
area.  
 
We  hypothesize  that  the  observed  discrepancies  in  the  cell‐adhesive  effect  of  the  RGD‐
functionalization  is depending on  the  substrate morphology,  i.e.  thin,  immobilized 2D  layers 
versus bulk 3D gels. Thin gels anchored to a hard substrate are perceived by cells as having a 
higher apparent rigidity than free‐floating bulk gels [38]. It has been shown that the stimulating 
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effect of adhesion‐mediating peptides, such as RGD, can be suppressed by  the softness of  the 
underlying  gel  substrate  [39].  The  interaction  between  cell  surface  receptors  and  adhesive 
ligands  alone  is  not  sufficient  to  allow  cell  spreading.  Subsequent  to  the  initial  cell‐ligand 
interactions,  the assembly of actin  stress  fibers  and  the generation of  intracellular  tension by 
actomyosin‐driven contraction forces along the actin cytoskeleton is needed for changes in cell 
morphology  (cell  spreading).  These  forces  have  to  be  sustained  by  the  substrate  [40,  41]. A 
relatively stiff matrix can resist cellular forces more than a soft one and therefore allow the cell 
to stay under stress and to spread [42]. Consequently, we propose that the softness of the bulk 
free‐standing  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  is  the  dominant  parameter  responsible  for  the 
observed  round  cell  shape  and  aggregate  formation.  The  hydrogels  are  not  sufficiently 
supporting  intracellular  force  generation  and  cell  spreading  regardless  of  the  RGD  ligands 
displayed. 
 
One major aim of this study was to fabricate and assess scaffolds which allow the unidirectional 
guidance of cell growth. We show  that an oriented channel morphology can be  introduced  in 
the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  over  large,  macroscopic  lengths  by  means  of  uniaxial 
freezing. The covalently crosslinked gels (with and without integrated RGD) stay stable during 
freezing and  thawing processes and maintain  the  introduced porous structures  for periods of 
weeks. While most  scaffolds with  channels  reported  in  literature present a morphology with 
pore sizes in the range of hundreds of microns, our system shows average cross‐sectional pore 
sizes between 5 and 20 μm, comparable  to  the dimensions of cells  (Figures 3 and 4)  [35].  It  is 
interesting to note that many tissues have a 3D (porous, tubular or fibrillar) structure to which 
the cells adapt their morphology, e.g. osteoblasts in porous bone tissue, epithelial cells in blood 
vessels, nerve  cells  in  the  spinal  cord, muscle  cells  in  connection  to  tendons, etc.  [29, 43, 44]. 
Therefore our system  is of great  interest  for  the  fabrication of  tissue engineering constructs  to 
restore defects in the above‐mentioned tissues. 
 
To  assess  the  guidance  effect  of  the  channel  structures,  we  performed  in  vitro  culture 
experiments with L929  fibroblasts. An  initial cell population was seeded by  injection  into  the 
middle  of  the  hydrogel  scaffolds.  Remarkable  cell  guidance  through  the  gel  occurred; 
fibroblasts grew and proliferated along the channel direction, covering distances of millimeters 
during the weeks of observation (Figures 6 and 7). Z‐stack images confirmed the unidirectional 
cell movement, as no elongated “cell branches” were observed  in a direction perpendicular to 
the channels. As revealed by time lapse imaging, the predominant way of cell growth through 
the gels was an  inactive  form; driven by proliferation, with  the cells pushed  forward  through 
the gel  following  the cell division, while  sustaining direct  contact with  the adjacent cells. No 
active migration of single cells could be observed. The cells  located  in  the  leading part of  the 
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moving  cell  chains  or  clusters  (the  “pathfinder  cells”)  showed  a  dynamic  formation  and 
retraction  of protrusions  but were  seemingly  not  able  to  establish durable  contacts with  the 
surrounding  substrate,  let  alone  to  exert  forces  and  tract  themselves  forward.  Fibroblast 
proliferation  along  the  channels  was  accompanied  by  the  formation  of  “branches”  in  the 
backward direction (Figure 7, growth direction  indicated by arrows). This could be due to the 
high pressure  arising when  cells  in  the middle of  the  chain proliferate;  less  resistance might 
stem  from  the  channel walls  than  from  the whole  cell  chain which  can  be moved  forward 
through  the  channel. On  the  other  hand  the  development  of  new  cell  branches, which was 
observed to occur predominantly in the backward direction, might be due to the deposition of 
ECM or signaling molecules.  
 
When  comparing  cell  behavior  in  the  RGD‐functionalized  gels  (Figure  6)  with  engineered 
channel  structures with  that  in  the non‐functionalized gels  (Figure 7) no clear difference was 
found.  Cells  were  proliferating  and  growing  along  the  channel  direction  even  in  the  non‐
functionalized gels. In accordance with the hypothesis mentioned before, the bulk gels might on 
the one hand be too soft to support stable integrin‐FN binding and force generation and on the 
other hand  cell morphology and adhesion  in 3D  is generally different  from  that observed  in 
surface  culture  [2].  Hudalla  et  al.  have  also  shown  that  an  integration  of  RGD  does  not 
necessarily  influence  the  activity  of  cells  encapsulated  in  a  3D matrix  [45]. Our  observation 
underlines  the  great  potential  of  topographical modifications with  regards  to  the  design  of 
tissue  engineering  scaffolds.  No  time‐consuming  and  expensive  biofunctionalization  (with 
RGD) has to be undertaken to achieve the desired guidance effect and to support cell survival 
and  proliferation.  These  findings  are  very  relevant  for  possible  in  vivo  application  as  inert 
hydrogels,  such  as  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  are  not  likely  to  induce  adverse  reactions  when 
implanted into the body [46, 47].  
 
Results  from  in  vitro  studies  conducted  in  hydrogels  without  channel  structures  were 
dramatically  different  from  the  above  described  observations.  In  contrast  to  the  fibroblasts 
inside  the  channeled  gels,  which  were  shown  to  survive  at  least  for  28  days  (maximal 
observation time), cells in the non‐structured gels were only viable for a maximum of 10 days. 
The  fibroblasts  in  the homogenous  gels were not  able  to  fill  in  the  gel  outside  of  the  initial 
injection  area.  The  synthetic Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  hydrogels  are  not  degradable  and  the  cells 
were  restrained  by  the  surrounding  gel.  After  approximately  10  days,  cell  death  occurred 
starting from the inner areas of the big cell aggregates. This could on the one hand be caused by 
the strong constraint of the gel, hampering the cells to expand in the gel or on the other hand by 
a lack of nutrition and accumulation of wastes inside the cell aggregates. A common strategy to 
circumvent  these  problems  in  synthetic  matrices  is  the  incorporation  of  enzymatically 
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degradable  peptide  sequences  [14,  48].  However,  this  method  bears  several  disadvantages: 
degradation does not  occur homogenously,  and mechanical properties  of  the  gel  are  altered 
over time. Additionally, degradation products are released from the scaffold to the surrounding 
which  can  lead  to  undesired  side  effects when  aiming  at  in  vivo  applications.  Therefore  the 
method we have presented, namely  the  fabrication  of  a well‐directed porosity,  is  a  superior 
solution to allow cell expansion inside of the scaffolds. 
 
Taking  together  the presented observations,  the  introduction of channel structures  to  the Acr‐
sP(EO‐stat‐PO) hydrogels by uniaxial freezing has two major positive effects: On the one hand 
the  pores  allow  nutrition  supply  and  cell  expansion,  supporting  long  time  survival  and 
proliferation of embedded cells and on the other hand cell growth is guided along the direction 
of the oriented channels.  
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5. Conclusions 
We have prepared transparent, high water content, flexible hydrogels with tunable mechanical 
properties  from  acrylate  (Acr)‐terminated  star‐shaped P(EO‐stat‐PO) macromonomers, which 
were  confirmed  to  be  cytocompatible.  The  intrinsically  inert  gels make  an  ideal  platform  to 
introduce  specific  biofunctionalisation  (e.g. RGD  peptides). We  introduced  a  stable  oriented 
tubular morphology  into  the  hydrogels  by  uniaxial  freezing  and we  could  show  that  such 
morphology  results  in  pronounced  unidirectional  growth  of  cells  throughout  the  gels 
(travelling mm  distances  during  several weeks). Compared  to  non‐structured  gels  in which 
embedded cells started to die after approximately 10 days in culture, the porosity supported cell 
survival for more than 28 days. These observations together with further advantages of the new 
gel system, namely  transparency and no autofluorescence, make  it a promising candidate  for 
fundamental  3D  cell  culture  studies  and  the  design  of  tissue  engineering  constructs,  in 
particular  for nerve regeneration scaffolds where  the guidance of  the regenerating axons over 
large distances is of crucial importance.  
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Hyaluronic acid‐based semi‐synthetic hydrogels for three‐
dimensional cell culture 
 
In recent years, natural and synthetic hydrogels have gained great attention 
as matrices for  three‐dimensional  (3D) cell culture. To allow purposive cell 
growth and function,  the hydrogels have  to meet several requirements. On 
the  one  hand  they  should  be  well‐defined  and  tunable  regarding  their 
mechanical  and  biological  properties  and  on  the  other  hand  they  should 
closely resemble the highly complex natural in vivo environment of the cells, 
the extracellular matrix (ECM). Based on these prerequisites, we introduce a 
semi‐synthetic  hydrogel  system  fabricated  from  hyaluronic  acid  (HA) 
crosslinked with star‐shaped poly(ethylene oxide‐stat‐propylene oxide). The 
simple mixing of aqueous solutions of HA and either isocyanate or acrylate 
end‐functionalized  sP(EO‐stat‐PO)  results  in  stable  hydrogels.  In  vitro  cell 
culture studies with murine cell  line fibroblasts (L929) and primary human 
dermal  fibroblasts  (HDFs) were  conducted  to  evaluate  the materials  as  a 
versatile system for 3D cell culture. The influence of different gel parameters 
such  as  prepolymer  concentrations  and  biological  functionalization  with 
RGD peptides was assessed systematically. 
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1. Introduction 
Hydrogels are excellent scaffolding materials for repairing and regenerating a variety of tissues. 
They provide embedded  cells with a 3D environment exhibiting architecture and mechanical 
properties similar to those experienced in vivo. Hydrogels also can ensure a sufficient transport 
of nutrients,  oxygen  and wastes  and  therefore  can  allow  the maintenance  of normal  cellular 
function [1‐5]. A vast range of synthetic and naturally occurring polymers have been applied for 
the fabrication of hydrogels [6]. Natural polymers such as collagen, hyaluronic acid (HA) and 
alginate  or  ECM‐derived  proteinous  mixtures  (e.g.  MatrigelTM)  posses  an  inherent 
cytocompatibility and bioactivity and  can  therefore promote  complex  cellular  function  [5].  In 
addition,  these  polymers  are  usually degradable  by  cellular  enzymes  (e.g.  collagenases)  and 
facilitate  cell  invasion or growth of embedded cells  [7]. However,  the composition of natural 
polymers is often rather ill‐defined and especially the complex proteinous mixtures can exhibit 
a  significant  batch‐to‐batch  variability which  can  affect  sensitive  cells  in  their  viability  and 
development [8]. Additionally, such polymers often show relatively poor mechanical properties 
[8‐10].  Furthermore,  the  in  vivo  application  of  animal‐derived  ECM  proteins  for  hydrogel 
fabrication, such as (porcine) collagen‐based gels is often restricted due to concerns of potential 
immunogenic reactions and infection.  
 
Synthetic polymers, on the contrary, can be fabricated with a consistent chemical composition 
and  allow  for  a  predictable  manipulation  of  properties  such  as  crosslinking  density  and 
architecture [9]. Yet, due to their hydrophilicity, synthetic hydrogels usually only support poor 
cell adhesion. Therefore they have to be furnished with adhesion‐mediating signals [11‐14]. The 
most ubiquitously applied adhesion ligand is the tripeptide sequence arginine−glycine−aspartic 
acid (RGD) which naturally occurs in fibronectin (FN) and other ECM proteins such as laminin 
and vitronectin  (VN)  [15, 16]. Furthermore, synthetic polymers are usually not degradable by 
cellular enzymes. Nevertheless existing strategies such as the incorporation of specific peptide 
sequences  from  natural  polymers  (e.g.  collagenase  recognition  sites)  can  easily  render  the 
synthetic materials degradable; even with a tunable rate of degradation [10].  
 
Despite the application of synthetic or natural polymers, hydrogels have also been fabricated by 
combining  polymers  from  both  sources.  The  resulting  semi‐synthetic  gels  merge  several 
advantageous properties. On the one hand, they closely resemble the natural ECM, e.g. due to 
inherent  biological  function  and  degradability,  and  on  the  other  hand  they  are  tunable 
regarding their mechanical properties due to the tailored network formation [12, 13, 17, 18].  
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We  introduce  a  hydrogel  system  which  is  fabricated  by  crosslinking  HA  with  a  synthetic 
hexafunctional  (star‐shaped)  poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide)  (sP(EO‐stat‐PO)) 
polymer [19]. As a natural component of the ECM, HA is known to be biocompatible and non‐
immunogenic.  It has  already been  applied  as  a matrix  for  the  encapsulation  of different  cell 
types, e.g. mesenchymal stem cells or chondrocytes [20‐24]. HA performs important biological 
functions  in  vivo  such  as  stabilizing  and  organizing  the  ECM,  regulating  cell  adhesion  and 
motility, and mediating cell proliferation and differentiation [25‐27]. During morphogenesis HA 
accumulation  is  observed  to  occur  [28]  and  it  also  promotes  wound  healing  by  reducing 
inflammation and minimizing tissue adhesion and scar formation [29, 30]. These functions are 
mediated  by  cell‐surface  receptors  (e.g.  CD44)  which  initiate  cell  signaling  cascades  upon 
binding of HA [26, 31]. HA can be enzymatically degraded by hyaluronidases and is completely 
resorbable through multiple metabolic pathways [32].  
 
The  addition  of  the  synthetic  component,  the  end‐functionalized  sP(EO‐stat‐PO) 
macromonomer,  stabilizes  the  crosslinking  of  the  HA  hydrogel  and  allows  targeted 
modifications  of  the  crosslinking density  of  the polymer  chains. Polymer network  formation 
was  achieved  via  two  different  reaction  mechanisms  applying  either  isocyanate  (NCO)  or 
acrylate (Acr) end‐functionalized sP(EO‐stat‐PO). In the case of NCO groups at the distal ends 
of  the arms, crosslinking occurs  through  reaction with  the OH groups of  the HA  resulting  in 
urethane bridges between sP(EO‐stat‐PO) and HA [19]. The Acr‐functionalized sP(EO‐stat‐PO) 
prepolymers were applied in combination with thiolated HA (HA‐SH); in this case crosslinking 
results from Michael‐type addition of the SH to the Acr groups. 
 
Hydrogels polymerized only from  the synthetic sP(EO‐stat‐PO) have already been applied for 
in vitro cell culture  in form of  thin coatings or bulk gels and were proven cytocompatible, yet 
non‐adhesive (see Chapter 4 and reference [33]). However, as the functional end‐groups of the 
sP(EO‐stat‐PO) polymers  allow  for  the  integration of bioactive peptides via  covalent binding 
parallel to the crosslinking process, cell‐adhesive hydrogels can be easily fabricated [33]. Due to 
the  relatively  high  number  of  reactive  end‐groups  of  the  hexafunctional,  star‐shaped 
P(EO‐stat‐PO)  compared  to  linear  PEG‐based  crosslinkers,  a  greater  versatility  is  given 
regarding the introduction of different adhesion‐ or degradation‐mediating peptides [34].  
 
First  aim of  this  study was  to  assess  the  in  vitro  cytocompatibility of  the  sP(EO‐stat‐PO)/HA 
system (with NCO or Acr end‐groups) applying a murine fibroblast cell  line (NIH L929). In a 
second  step  the  influence  of  changes  in  prepolymer  concnetrations  and  RGD  peptide 
integration on encapsulated primary human dermal fibroblasts (HDFs) was analyzed. 
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2. Materials and methods 
2.1. Material fabrication  
The hydrogels were  fabricated  from  two  components, HA and  sP(EO‐stat‐PO). Two  types of 
HA  ([β‐1,4‐D‐glucuronic  acid‐β‐1,3‐N‐acetyl‐D‐glucosamine]n) were  applied,  unmodified HA 
(Mw≈150,000 g/mol)  from  streptococcus  equi  sp.  (Dali HA Co., Ltd, China) or SH‐modified HA 
(Mw=150,000 g/mol) with a degree of  thiolation of 50 %  (Glycosan biosystems, USA). SP(EO‐
stat‐PO)with either acrylate (Acr) or isocyanate (NCO) groups at the distal endings of the arms 
were synthesized as described earlier [33, 35]. Peptides with the amino acid sequences GRGDS 
(referred  to as RGD  throughout  the  text) or GRGES  (referred  to as RGE  throughout  the  text) 
(Bachem, Weil am Rhein, Germany) were applied for biological functionalization. 
 
2.1.1. Fabrication of hydrogel layers 
NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐based hydrogel layers were fabricated as previously described by Groll et 
al. [33]. The amount of HA dissolved in Dulbecco’s phosphate buffered saline (PBS), which was 
added  to  the NCO‐sP(EO‐stat‐PO) was  chosen  according  to  the  ratios  given  in  Table  1.  For 
functionalization RGD peptides were added at a 1:1 ratio to NCO‐sP(EO‐stat‐PO).  
 
2.1.2. Fabrication of hydrogel mixtures for cell encapsulation 
Solutions  of  HA  or  HA‐SH  as  well  as  of  the  respective  NCO‐  or  Acr‐functionalized 
sP(EO‐stat‐PO)  were  prepared  in  sterile  PBS.  The  amount  of  prepolymers  used  to  achieve 
different crosslinking densities was chosen as summarized in Table 1 (see also reference [19]). In 
detail, HA was dissolved  in PBS (80 % of the final hydrogel volume) for app. 30 min at room 
temperature. SP(EO‐stat‐PO) was dissolved in PBS in a separate container and optionally mixed 
with the peptide solution (20 % or 10 % (in case of subsequent addition of cell suspension) of 
hydrogel volume). Subsequently, all components were stirred with a spatula.  
 
Table 1: Hydrogel composition. 
Amount of prepolymers used to prepare the different hydrogels. Components were dissolved  in sterile 
PBS. RGD or RGE peptides were optionally added with a molar ratio of 1:1 to the Acr‐sP(EO‐stat‐PO). 
  HA‐SH  
(w/v) 
Molar ratio of Acr‐sP(EO‐
stat‐PO) to HA‐SH 
HA  
(w/v) 
Molar  ratio  of NCO‐
sP(EO‐stat‐PO) to HA 
Normal mixture  2 %  1:0.085  5 %   1:0.085 
Reduced HA content  1 %  1:0.085     
Reduced  sP(EO‐stat‐PO) 
content 
2 %  1:0.34     
Reduced HA and sP(EO‐
stat‐PO) content 
1 %  1:0.34     
 195
2.2. In vitro cell culture 
2.2.1. Fibroblast cell culture 
Mouse  connective  tissue  fibroblast  cell  line NIH L929  (DMSZ, Braunschweig, Germany), and 
human dermal fibroblasts (HDFs, passages 3‐7) (kindly provided by Y. Marquardt, Institute for 
Dermatology, University Hospital Aachen, Germany) were used for the cell experiments. L929 
cells were cultured in RPMI‐1460 and HDFs in DMEM medium at 37 °C in a 5 % CO2 supplied 
incubator.  Both  media  were  supplemented  with  10  %  fetal  bovine  serum  (FBS)  and  1  % 
penicillin/streptomycin. Culture medium was exchanged every two days. Cells were harvested 
with 0.25 % trypsin/EDTA (all reagents purchased from PAA, Cölbe, Germany). 
 
2.2.2. Cell culture on hydrogel layers 
Prior  to  the  cell  culture  experiments  the  glass  substrates with  the  attached  gel  layers were 
transferred  into 12‐well or 24‐well suspension culture plates (Greiner Bio‐One, Frickenhausen, 
Germany) and rinsed three times with sterile water and subsequently three times with PBS. For 
the cultivation experiments with L929, 1.5 ml of a 50,000 cells/ml suspension in RPMI medium 
were added on top of the substrates. Cells were cultivated on the samples for 24 h or 48 h. 
 
2.2.3. Cell encapsulation 
For  the encapsulation experiments  freshly harvested L929 or HDF  cells were  resuspended  in 
PBS at a concentration of 5,000,000 or 2,000,000 cells/ml, respectively. The cell suspensions (10 % 
of the final hydrogel volume) was added to the mixed gel components and stirred gently with a 
spatula. The still viscous mixture was transferred into 48‐well suspension culture plates (150 μl 
per well). After 30 min crosslinking at 37 °C, 750 μl of the appropriate cell culture medium were 
added  on  top  of  the  gels.  Samples  were  kept  at  37 °C  in  a  5 %  CO2  supplied  incubator 
throughout the experiment. The medium was exchanged every tow days. 
 
2.2.4. LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity staining 
Viability  staining  of  the  cells  after  different  cultivation  times was  carried  out  according  to 
protocol  with  a  LIVE/DEAD®  staining  kit  (Invitrogen,  Karlsruhe,  Germany).  Briefly,  after 
removing  the  culture medium  from  the  samples  and  two  rinsing  steps with PBS  buffer,  the 
samples were covered with  the  freshly prepared staining solution. After 30 min  incubation at 
37 °C in the dark, images were taken with a fluorescence microscope. As all viable cells are able 
to actively metabolize a substrate given, they show green fluorescence. Dead cells with a non‐
integer cell membrane show a red fluorescence due to the incorporation of a second dye. 
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2.2.5. Immunological staining 
For  immunological  staining  of  the  cytoskeleton,  cells  encapsulated  in  the  gels were  fixed  in 
4.0 %  formaldehyde  at pH  7  (Carl Roth, Karlsruhe, Germany)  and permeabilized with  0.1 % 
Triton X‐100 (Sigma‐Aldrich Chemie, Munich, Germany). Subsequently, cells were incubated in 
tetramethylrhodamine isothiocyanate‐conjugated phalloidin (rhodamine phalloidin) (1:500) and 
4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI) (1:1000) (Chemicon) in PBS over night at 4 °C. 
 
2.2.6. Quantitative evaluation of cell behavior  
Cytotoxicity of  the fresh gel mixtures was assessed by seeding 50.000 cells/ml medium on  the 
surface of hydrogel  samples which had been  allowed  to  crosslink  for different  time periods. 
LIVE/DEAD® staining was performed 5 h and 24 h after seeding. The fraction of dead cells (red 
fluorescence) was calculated. Standard deviations were added where applicable. 
 
The number of spread cells inside the hydrogels was analyzed from substrates which had been 
in culture  for 7 or 10 days  (see Figure 6). Live  images as well as  fluorescence micrographs of 
samples stained for actin and the cell nucleus were used. Live/fluorescence images from at least 
3 randomly chosen areas of at least 4 individual samples were used for manual quantification. 
The  number  of  spread  cells was  calculated  in  relation  to  the  overall  number  of  cells  on  the 
image. Cells were  denoted  as  spread when  their morphology was  not  round  anymore  and 
protrusions  formation was  evident.  Statistical  analysis was  performed  using  Student’s  t‐test 
with a minimum confidence level of 0.05 (*) for statistical significance. 
 
2.2.7. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and  spreading were monitored by  light microscopy with an  inverted Axiovert 
100A Imaging microscope (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). For fluorescence microscopy Axio 
Observer  Z1,  equipped  with  an  ApoTome  system  was  used  to  achieve  optical  sectioning 
through  the  fluorescent  sample. Pictures were  taken using an AxioCam MRm digital  camera 
and  analyzed  using  the  AxioVisionV4.6./V4.7  software  package  (Carl  Zeiss,  Goettingen, 
Germany). 
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3. Results 
3.1. In vitro evaluation of the crosslinked sP(EO‐stat‐PO)‐HA hydrogels as 2D cell 
culture substrates 
To assess  the  in vitro cytocompatibility of  the sP(EO‐stat‐PO)‐HA system, hydrogel substrates 
were tested for their non‐cytotoxicity and their ability to support cell adhesion and spreading. 
Murine cell line fibroblasts NIH L929 were applied for this purpose, as they are well accepted 
for  standard  biocompatibility  tests.  Fibroblasts  were  seeded  on  thin  layers  of  NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA  hydrogels  immobilized  on  glass.  Cell  behavior  was  monitored  by  live 
imaging. While there was no fibroblast adhesion evident 24 h after cell seeding on unmodified 
hydrogels, the incorporation of RGD peptides induced significant cell adhesion and spreading 
on  the  surfaces of  the hydrogels. Figure 1  shows  live  images of L929  fibroblast after 24 h  in 
culture on hydrogel layers with and without incorporated RGD. Hydrogels crosslinked via Acr 
end‐groups (Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH)  led to comparable cell reactions (images not shown). 
No  toxic effect of of both  types of hydrogel material became evident as  the cells on  the RGD‐
functionalized gels as well as on the well plate background were spreading and proliferating  
 
 
 
Figure 1: Cell adhesion on NCO‐sP(EO‐stat‐PO/HA hydrogels. 
L929 cells were cultured on thin layers of hydrogels crosslinked and immobilized on the surface of glass 
cover  slips. Gels were  fabricated without  (left) or with  (right)  the addition of RGD. Live  images were 
taken after 24 h in culture.  
 
 
3.2. In vitro evaluation of the sP(EO‐stat‐PO)/HA hydrogel system for 3D cell 
encapsulation 
Encapsulation  of  L929  fibroblasts  in  NCO‐sP(EO‐stat‐PO)/HA  as  well  as  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels was carried out as described in section 2.1.2 and 2.2.3. It was 
observed  that  the  gelation  velocity  increased  dramatically  when  the  cells  were  added 
suspended  in medium complemented with FBS. In this case, no homogenous  incorporation of 
the cells was possible. Therefore we developed an encapsulation procedure  in which  the cells 
were  suspended  in  PBS,  mixed  with  the  gel  components,  transferred  to  well  plates  for 
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crosslinking and approximately 30 min  later medium was added onto the gels. Repeated tests 
confirmed that the storage of freshly harvested cells in PBS for a time frame of 60 min did not 
have any negative influence on cell viability and growth.  
 
Viability  of  the  encapsulated  cells  was  assessed  after  different  cultivation  times  with  a 
LIVE/DEAD®  staining  kit  (Figure  2).  The  majority  of  the  cells  encapsulated  in  the  NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA  gels was  showing  a  red  fluorescence which  indicates  dead  cells. On  the 
contrary, cells encapsulated in the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH were viable after 24 h as well as 
after 72 h as indicated by the green fluorescence.  
 
 
 
Figure 2: Cell encapsulation in NCO‐sP(EO‐stat‐PO/HA and Acr‐sP(EO‐stat‐PO/HA‐SH hydrogels. 
L929 cells were encapsulated in the hydrogels (mixed with the two gel components) and cultivated in a 
well plate. Viability staining with LIVE/DEAD® staining kit was performed 24 h (upper row) and 72 h 
(lower row) after cell encapsulation. Images were taken by means of fluorescence microscopy.  
 
 
As no  toxic effect had been evident when  the cells were brought  in  contact with  the already 
crosslinked  substrates  (hydrogel  layers,  see  previous  paragraph)  it  was  tested  whether  the 
occurrence of cell death correlated with  the  time  frame between gel mixing and cell addition, 
namely  the  progression  of  the  crosslinking  reaction.  Fibroblasts  were  cultivated  on  top  of 
hydrogel  samples  that  had  been  freshly  mixed  and  which  were  allowed  to  crosslink  for 
different  time periods. The number of dead cells directly on  the hydrogel surface and also on 
the PS next to the samples was determined after 5 h and 24 h cultivation time and is displayed 
in Figure 3. 
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Figure 3: Time‐dependence of the cell toxic effect of the NCO‐sP(EO‐stat‐PO)/HA mixture. 
L929 cells suspended in culture medium were seeded on NCO‐sP(EO‐stat‐PO)/HA hydrogels at different 
time points after the initial mixing of the two hydrogel components. Viability staining with LIVE/DEAD® 
staining kit was performed 5 h and 24 h after cell seeding. The number of dead cells was calculated for 
the gel surface area and the surrounding PS. #: data not available.  
 
 
The majority of  the cells cultured on  the surfaces of  the hydrogels which had reacted  for  less 
than 60 min prior  to seeding were evidently dying within 5 h after seeding, when  located  in 
direct contact with the gels. After 24 h more than 80 % of the cells on top of the gels were not 
viable  anymore.  Cells  attached  to  the  PS  background  around  the  gels  were  showing  a 
significantly lower mortality; around 10 % after 5 h and 20 % after 24 h. Only on the gels which 
had  crosslinked  for  at  least  60 min  before  cell  seeding,  viability  of more  than  80 %  of  the 
fibroblasts could be confirmed after 5 or 24 hours  in culture. Nevertheless, as a homogenous 
embedding of the cells in the gel can only be achieved during the first 10 min after the mixing of 
the two gel components, HA hydrogels crosslinked via NCO‐sP(EO‐stat‐PO) are not applicable 
for the intended purpose. On the contrary, the majority of L929 fibroblasts encapsulated in Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH gels was observed  to survive up  to  the maximal observation  time of 7 
days (Figure 2). Based on these results, further  in vitro experiments were carried out applying 
only the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH system. 
 
As it can be derived from Figure 2 and as it was also confirmed by continuous live imaging, no 
cell spreading was evident in the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels. RGD peptides, which 
were already  shown  to  induce  cell  spreading, when mixed  in  the gel  layers  (Figure 1), were 
incorporated  into  the  hydrogels  to  allow  the  induction  of  cell‐material  interactions  and 
spreading  also  in  3D. As  already  shown  for  the non‐functionalized  gels,  also  in  these RGD‐
functionalized gels the majority of the cells was confirmed alive after 48 h cultivation time  
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To monitor the  influence of the peptide on cell morphology the cell nucleus and cellular actin 
was stained with fluorescent phalloidin and DAPI and visualized by fluorescence microscopy 
7 days after encapsulation (Figure 4). 
 
 
 
Figure 4: Cell encapsulation in Acr‐sP(EO‐stat‐PO/HA‐SH hydrogels with RGD‐functionalization. 
L929 cells were encapsulated in the hydrogels (mixed with the two gel components) with (left) or without 
(right) addition of RGD peptides. After 7 days cultivation time in well plates, cells were fixed and stained 
with rhodamine phalloidin and DAPI. Images were taken by means of fluorescence microscopy. 
 
 
L929 cells were evidently proliferating inside the gel but no spreading and migration occurred 
as  it  can  be  concluded  from  the  fluorescence  images.  No  difference  was  apparent  when 
comparing cells in functionalized and non‐functionalized gels. Cells stayed together in spheroid 
aggregates after proliferation, not able  to separate  from each other.  In addition, no actin  fiber 
network was visible within the cell bodies. 
 
3.3. In vitro 3D culture of primary HDFs in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels 
Having confirmed the compatibility of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogel system for cell 
encapsulation with  a  cell  line,  further  systematic  studies were  conducted with primary  cells. 
Regarding possible  tissue engineering application of  the hydrogel system, primary cells are a 
more relevant test population concerning possible in vivo situations. 
 
Encapsulation studies with the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogel system with and without 
addition of RGD were carried out using primary HDFs. Already after 24 h in culture individual 
cells  in  the RGD‐functionalized gels  showed  some  cellular  extensions and displayed a  shape 
different from that seen directly after initial encapsulation. This observation of cell spreading in 
the functionalized gels was further confirmed during the consequent 10 days in culture. In the 
non‐functionalized gels all cells displayed a round shape and neither protrusion formation nor 
spreading was evident (Figure 5, first row). 
 201
To test whether cell spreading was not only influenced by biochemical but also by mechanical 
modifications, hydrogels with different concentrations of the two prepolymers were fabricated 
to achieve different crosslinking densities  (see Table 1). Next  to  the “normal” mixture, which 
was  applied  for  the  experiments presented  so  far,  either  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  content was 
reduced, namely the molar ratio of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) to HA‐SH was quartered (from 1:0.085 
to  1:0.34),  or  the  amount  of HA‐SH was  halved  (from  2 %  to  1 %)  or  both  variations were 
combined (1 % HA; 1:0.34 Acr‐sP(EO‐stat‐PO) to HA‐SH ratio). The above mentioned reduction 
in  the  amount  of Acr‐sP(EO‐stat‐PO) has  already  been  shown  to  result  in  a decreased  shear 
modulus of the hydrogels [19].  
 
Figure 5 gives  fluorescence micrographs of HDF cells stained with LIVE/DEAD® staining kit 
7 days after encapsulation in the different gels with and without RGD‐functionalization (molar 
ratio of peptides to Acr‐sP(EO‐stat‐PO) molecules always 1:1).  
 
 
 
Figure  5:  HDFs  encapsulated  in  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  gels  with  varying  prepolymer 
concentrations and with (left) or without (right) RGD‐functionalization.  
Hydrogels with altered mechanical properties were fabricated by reducing the concentrations of the two 
prepolymers alternatively or concurrently. Gels were prepared with and without added RGD peptides. 
Encapsulated HDF cells were stained with LIVE/DEAD® staining kit after 10 days  (7 days  for  the gels 
with reduced HA‐SH content) in culture and monitored with fluorescence microscopy.  
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Cell culture studies carried out in non‐functionalized gels showed no influence of the different 
gel compositions on cell behavior, no cell spreading could be observed at any time point. The 
incorporation  of  RGD  led  to  cell  morphology  changes  in  each  of  the  4  different  gel  types 
(examples of spread cells are shown in the small white‐framed inlets in Figure 5).  
 
As  the  addition  of  the  RGD  peptide might  also  have  an  influence  on  the  gels’ mechanical 
properties, two of the different hydrogel compositions were also fabricated with the nonsense‐
mutation  RGE  peptides.  A  quantitative  description  of  the  cell  response,  regarding  cell 
spreading, is given in Figure 6. 
 
 
 
Figure 6: HDFs encapsulated  in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH gels with varying  concentrations of HA 
and crosslinker as well as with and without integrated peptides. 
Hydrogels were fabricated by reducing the concentrations of the two gel components HA‐SH and Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)  alternatively  or  concurrently.  Gels  were  prepared  with  and  without  RGD  and  two 
hydrogels  also  with  RGE  peptides.  Fluorescence  images  of  LIVE/DEAD®  stained  or  rhodamine 
phalloidin  stained  cells  as  well  as  live  images  (10  days  after  encapsulation)  were  used  for  manual 
quantification of spread cells. 
 
 
As it was already qualitatively derived from the micrographs in Figure 5, also the quantitative 
evaluation confirmed  the positive effect of RGD on cell spreading. The  incorporation of RGD 
led  to  a  significant  increase  in  the  number  of  spread  cells  (p<0.001)  in  all  cases.  Yet,  no 
significant difference could be observed between the 4 different gel compositions used.  
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To  analyze  the  influence  of  gel  composition  on  cell  shape  in more  detail  and  to  investigate 
whether  the cells are able  to proliferate  inside  the gel matrix,  the cell nuclei and cellular actin 
were fluorescently  labeled. In Figure 7 high magnification micrographs of HDFs encapsulated 
in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH gels are shown.  
 
 
Figure 7: Morphology of HDFs encapsulated in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels.  
Hydrogels were prepared with and without RGD. Encapsulated HDF cells were stained with rhodamine 
phalloidin and DAPI after 7 days  in  culture.  Images were  taken by means of  fluorescence microscopy 
with optical sectioning. The rectangular areas separated by white lines on the left hand side image show 
the “side view” on the cells (z‐stack). One live image (middle, bottom) taken after 14 days is shown.  
 
 
Cell spreading in RGD‐containing gels was shown to be accompanied by the polymerization of 
actin  filaments  in  the  cell  body  and distinct protrusion  formation  (stellate  cell morphology). 
Cells encapsulated  in non‐functionalized gels  rarely  formed cell extensions and kept a  rather 
round shape with only minimal actin polymerization. Yet, regardless of RGD incorporation cell 
proliferation becomes evident by looking at the DAPI staining over time showing an increasing 
number of nuclei in close vicinity, depicting mother and daughter cells.  
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4. Discussion 
With the presented study we have evaluated a semi‐synthetic hydrogel fabricated from HA and 
end‐functionalized  sP(EO‐stat‐PO)  as a 3D matrix  for  cell  encapsulation. The hydrogels  form 
upon mixing  of  aqueous  solutions  of  the  two  components  in  time  frames  of  10‐20 minutes, 
without  the need  for an external  reaction  initiator. Network  formation was achieved via  two 
different  reaction  mechanisms  applying  either  isocyanate  (NCO)  or  acrylate  (Acr)  end‐
functionalized sP(EO‐stat‐PO). Further details concerning the fabrication and characterization of 
the hydrogel system can be found in reference [19]. Briefly, the hydrogels with the compositions 
used in this study were shown to have an equilibrium water content higher than 94 wt% and a 
shear modulus around 2 kPa. 
 
Hydrogel  layers crosslinked  from sP(EO‐stat‐PO) and HA  (NCO‐sP(EO‐stat‐PO)/HA and Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH) were non‐toxic  to L929  cells  in  culture  (unpublished  results,  see also 
Figure  1).  Hydrogels  fabricated  solely  from  sP(EO‐stat‐PO)  have  already  been  applied  for 
several in vitro studies and were proven cytocompatible (see Chapter 3 and reference [33]). HA 
as  a  natural  ECM  protein  is  biocompatible; HA  hydrogels were  shown  to maintain  >95 % 
viability  of  encapsulated  fibroblasts  [36}.  Yet,  due  to  the  non‐adhesive  nature  of  both 
components, spreading of L929 fibroblast on the hydrogel  layers could only be  induced when 
RGD peptides were incorporated into the gels (Figure 1). 
 
Applying  the hydrogels as 3D matrices  for encapsulation and  subsequent cultivation of L929 
cells contrary observations were made regarding the cytotoxicity of the system. If the cells were 
mixed  into  the  freshly prepared, not yet  crosslinked gels  one  of  the  two  systems,  the NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐based gel, had a toxic effect on the encapsulated cells (Figure 2). Analyzing 
the correlation between the toxicity and the advancement of the crosslinking process revealed 
that a crosslinking  time of at  least 60 min  is a critical  factor  for cell survival  (Figure 3). Cells 
seeded on gels which had been allowed  to crosslink  for  less  than 60 min showed a mortality 
rate of app. 60 % after 5 h and even 80 % after 24 h. The  toxic effect of  the gels on  the  cells 
decreased  significantly  as  soon  as  the  cells  were  not  directly  contacting  the  gel  but  were 
attached  to  the PS background around  the gels  (~10 % after 5 h, ~20 % after 24 h). To  further 
assess  the origin of  toxicity,  indirect  cell  culture  tests  (24 h pre‐culture on TCPS,  subsequent 
addition of gel component) were conducted using  the mixed and  the  two single components. 
While there was no toxic effect evident from HA regardless of the volume added to the cells, the 
toxic  effect  of  the mixed  components  as well  as  of  the NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  became  already 
evident 30 to 90 min after placing it on the cell layer.  
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As NCO groups strongly react with amine groups at physiological pH in aqueous solution they 
are known to negatively interfere with cellular function and development [37]. Isocyanates are 
powerful  irritants  to  the mucous membranes of  the eyes and gastrointestinal and  respiratory 
tracts [38]. Direct skin contact can also cause marked inflammation [39]. Yet, the NCO‐bearing 
molecules referred to in the corresponding studies were all of low molecular weight and rather 
hydrophobic,  for  example  methyl  isocyanate  [40].  NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  however  is  a 
hydrophilic macromonomer which  has  a molecular weight  of  18  kDa with  the NCO‐groups 
only accounting for app. 3 % of the whole molecule. We therefore considered the system to be 
relevant  for  biological  applications  in  the  first  place  and  still  hypothize  that  the NCO  end‐
groups of the sP(EO‐stat‐PO) might not be the dominant reason for the toxicity. With regard to 
the fabrication process of the NCO‐sP(EO‐stat‐PO) [41], it is possible that residual isophorone‐
di‐isocynate which is applied in considerable excess to functionalize the sP(EO‐stat‐PO) ends is 
still  present  in  the  final  solution.  Although  the  solution  is  distilled  to  remove  the  surplus 
isophorone‐di‐isocynate before use,  it cannot be ruled out that a certain, very small amount of 
isophorone‐di‐isocynate  is  still  present.  Further  studies  are  needed  to  reveal  the  origin  of 
toxicity in more detail. 
 
L929  cells  which  were  encapsulated  in  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  gels  instead  of  NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA  gels,  however, were  shown  to  remain  viable  for  several  days  (maximal 
observation time: 7 days) and to proliferate (Figure 4). Nevertheless, no cell spreading could be 
observed inside the gels, regardless of RGD‐functionalization. The cells stayed in close contact 
after proliferation, forming cell aggregates. We hypothesize that the observed discrepancies  in 
the cell‐adhesive effect of the RGD‐functionalization is depending on the substrate morphology, 
i.e. thin immobilized 2D layers versus bulk 3D gels. Similar observations were described for the 
hydrogel system presented in Chapter 7 of this thesis. Studies by Hudalla et al. strengthen the 
hypothesis that an  integration of RGD  into soft 3D matrices does not necessarily  influence the 
activity (e.g. spreading, migration) of encapsulated cells [42].  
 
Based on these overall promising results with the standard cell line L929 we further studied the 
cytocompatibility  of  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogel  system with primary HDFs.  In 
contrast to the L929 cells, HDFs were shown to be affected by the incorporated RGD peptides in 
that  they were  forming protrusions  (e.g.  filopodia) and were  spreading  inside  the gel matrix 
(Figure 5). Polymerization of actin fibers was evident in the cell bodies (Figure 7). The positive 
effect of RGD was  further  confirmed by using  the non‐functional RGE peptides as a  control. 
Cell morphology  in RGE‐containing hydrogels did not differ compared  to non‐functionalized 
gels (micrographs not shown, quantification given in Figure 6). Therefore a correlation between 
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possible differences in the gels’ mechanical properties (due to the peptide integration) and the 
altered cell behavior in the RGD‐functionalized gels can be ruled out. 
 
From studies on 2D substrates  it  is well known,  that  ‐besides biological  functionalization‐  the 
materials’  compliance  is  yet  another  key  factor  driving  cell  responses  such  as  spreading, 
migration and differentiation [43, 44]. This so‐called mechanosensitivity of many cell types has 
also been shown to occur in 3D environments and in vivo [45]. By means of 3D collagen system 
with varying matrix compliance it has been demonstrated that the mechanical environment of 
fibroblasts  affects  a  number  of  cellular  attributes,  including  morphology  and  proliferation 
[46, 47]. As previously described the mechanical properties of the hydrogels can be individually 
altered  by  variations  in  the  amounts  of  the  two  prepolymers  [19].  For  the  Acr‐sP(EO‐stat‐
PO)/HA‐SH  it was  shown  that  the decrease  in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  (for  the  2 % HA‐SH) gels 
from  a molar  ratio  of Acr‐sP(EO‐stat‐PO)  to HA‐SH  of  1:0.085  (“normal mixture”)  to  1:0.34 
(“reduced Acr‐sP(EO‐stat‐PO) content”) led to a decrease in shear modulus from 2.1±0.4 kPa to 
1.6±0.1 kPa. This observation was ascribed to an  increasing number of thiol groups remaining 
unreacted with decreasing crosslinker content [19]. Two additional hydrogel compositions were 
fabricated by  lowering  the amount of HA‐SH or of both components, Acr‐sP(EO‐stat‐PO) and 
HA‐SH, at the same time (see also Table 1). The quantitative impact of the two latter mentioned 
variations on the gel mechanics has not yet been analyzed. Nevertheless, qualitatively speaking, 
the gels with a reduced content of both components appeared softer when fully crosslinked. For 
these  gels  also  an  increase  in  polymerisation  time  from  app.  15  min  to  app.  45  min  was 
observed, while  for  the  three  other  gel  types  no  significant  difference  in  gelation  time was 
evident. Independent of the extended gelation time an even distribution of the cells  in the gel 
could  be  achieved  and  no  impact  on  cell  viability  was  evident  (Figure  5).  Quantitative 
evaluation of the influence of changes in gel composition on the spreading behavior of HDFs in 
RGD‐functionalized gels revealed no significant effect on the event of cell spreading (Figure 6).  
 
Compared  to  other  3D matrices  reported  in  literature  our  system  bears  several  advantages. 
First, there  is evidently no photopolymerization needed for the hydrogel formation. Although 
so  far no  toxic effects have been shown  to  result  from UV  irradiation, UV‐crosslinking  is not 
appropriate for gels which should be injected to sides were exposure to light is hardly possible 
[48]. Furthermore, due to the semi‐synthetic nature, the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH system can 
on the one hand be –as described‐ tuned biochemically and mechanically and on the other hand 
the HA is capable of mediating cellular processes e.g. as necessary for wound healing [25, 26].  
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Generally, HA can be degraded by cell membrane‐associated and intracellular enzymes called 
hyaluronidases  [49]. Previous  characterization of  the degradation behavior of  the  crosslinked 
sP(EO‐stat‐PO)/HA hydrogels has  focused on  the ability of  isolated hyaluronidase  to degrade 
the  chemically modified and  crosslinked  forms of HA  in vitro  [19]. However,  it  is  likely  that 
these hydrogels would see much lower levels of hyaluronidase activity in vivo as serum levels 
are  low  [29] and an acidic pH  (presumably within a cell or  lysosome)  is needed  for optimum 
enzyme  activity  [50].  Furthermore  the  carboxylic  groups  in  the  β‐glucoronic  acid  unit were 
shown to be the activation center of testicular hyaluronidase and the blockage of these groups 
(i.e. by thiolation) can restrict the cleavage of β‐1, 4‐glycoside bonds by this enzyme [51]. During 
our studies with a maximal cultivation time of 14 days no degradation, whether enzymatic or 
hydrolytic, could be observed.  
 
For many tissue engineering applications degradability of the scaffold is desired, as to allow for 
the  growing  tissue  to  replace  the  scaffolding material.  To  enable  enzymatic  degradation  of 
hydrogels  composed  of  non‐  or  not  sufficiently  degradable  components,  specific 
proteinase‐sensitive sequences, most commonly collagenase  (MMP)‐sensitive peptides, can be 
introduced  into the gel networks [10, 22, 52, 53]. This modification can also easily be achieved 
here as  the MMP‐peptides  can be  covalently  linked  to  the  functional  end‐groups of  the Acr‐
sP(EO‐stat‐PO).  Yet,  there  also  exist  several  applications  for  which  biostable  (or  non‐
degradable) polymers are of interest. For example, when cells are applied as a therapeutic mean 
(e.g. encapsulated cell  therapy),  they have  to be protected  from  the host  immune system  in a 
stable polymeric membrane [54].  
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5. Conclusions 
Our  studies  have  shown  that  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  hydrogels  are  suitable  for 
encapsulation of L929 as well as HDF cells. The fabrication method enables easy handling and 
optimal cell distribution  in the gel, supports survival (>10 days) as well as proliferation of the 
cells. The incorporation of RGD peptides allows the HDFs to interact with the matrix, to build 
actin  stress  fibers and cellular extensions. Together with  the  straightforward  tunability of  the 
Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels  regarding additional biofunctionality and degradability 
this  system  bears  great potential  for  several  applications  ranging  from  scaffolding  for  tissue 
regeneration  to  cell  encapsulation  of  genetically  modified  cells  for  the  targeted  release  of 
therapeutic factors (e.g. immunostimulatory monoclonal antibodies or tumor supressors) . 
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A two‐component system of a hydrogel and functional         
nanofibers as a biomimetic artificial ECM 
 
The  in  vivo  environment  of  cells,  the  extracellular  matrix  (ECM),  is 
composed of an interconnected mesh of insoluble, bioactive, fibrous proteins 
combined with different soluble proteins and carbohydrates  forming a gel‐
like matrix. To  successfully design  systems  for  three‐dimensional  (3D)  cell 
culture  for  in  vitro  and  in  vivo  applications  the  mimicry  of  these 
characteristics  is of high relevance. Herein an approach  is presented which 
describes the fabrication and  in vitro assessment of an artificial ECM which 
contains the two major components, i.e. biofunctional fibers and a hydrogel. 
Fibers  are  prepared  by  means  of  electrospinning  from  a  mixture  of 
degradable  poly(D,L‐lactide‐co‐glycolide)  (PLGA)  and  protein‐repulsive 
star‐shaped  isocyanate‐poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide)  (NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)) macromonomers. As  a  specific  cell‐adhesive  cue,  RGD  is 
immobilized  to  the  fibers.  The  second  component  is  a  semi‐synthetic 
hyaluronic  acid  (HA)‐based  hydrogel.  Thiol‐modified  HA  is  crosslinked 
with  synthetic, hexafunctional Acr‐sP(EO‐stat‐PO) prepolymers  in aqueous 
solutions  to  obtain  a mechanically  and  biochemically  tunable  gel.  In  vitro 
studies with primary human dermal  fibroblasts  (HDFs) were conducted  to 
evaluate the potential of the system to support and guide cell growth.  
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1. Introduction 
Biofunctionality, topography and elasticity are important substrate characteristics that influence 
growth, proliferation  and differentiation  of mammalian  cells  cultured  on natural  or  artificial 
biomaterials  [1‐9].  By  systematic  modifications  of  these  parameters  separately  or 
simultaneously,  in  vitro  cell  culture  studies  have  helped  to  understand  about  the  complex 
course  of  events  adding  to  the  overall  cell‐material  interaction.  Controlling  and  specifically 
manipulating  this  interaction  are  fundamental  requirements  for  the  successful  design  of 
biomaterials  for  in  vivo  applications.  Besides  smooth  or  micropatterned  surfaces  (see  also 
Chapters  2–6)  especially  fibrous  or  porous  systems  (see  also  Chapter  7)  have  gained  great 
attention regarding  in vitro cell culture and the design of scaffolds for  in vivo applications [10‐
13]. Nanoscale  fibers, e.g.  formed by means of electrospinning, are an  increasingly  important 
substrate  for  both,  tissue  engineering  and  regenerative medicine  [14‐16]. This  is  because  the 
natural ECM contains a great amount of fibrous proteins which surround and guide the cells in 
vivo.  The  most  abundant  cellular  protein  collagen  and  also  the  cell  adhesion‐mediating 
fibronectin (FN) are organized in a fibrillar network around the cells [17‐19].  
 
Recently,  the  fabrication  of  nanofibers  by  means  of  electrospinning  from  a  mixture  of 
degradable  poly(D,L‐lactide‐co‐glycolide)  (PLGA)  and  isocyanate  (NCO)  end‐functionalized 
sP(EO‐stat‐PO) (NCO‐sP(EO‐stat‐PO)) macromonomers has been described [20, 21]. By addition 
of  the NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  to  the PLGA,  two different goals are addressed. On  the one hand 
PEG‐based  polymers  are  well  known  to  prevent  non‐specific  protein  adsorption  which  is 
important when  tailoring specific cell‐material  interactions. On  the other hand,  the  functional 
NCO  end‐groups  enable  the  covalent  binding  of RGD  peptides  as  cell‐adhesive  cues. RGD‐
dependent  adhesion,  spreading  and  proliferation  of  human  dermal  fibroblast  (HDFs)  and 
mesenchymal stem cells on these fibers have been confirmed and described in detail [21]. 
 
Despite the great variety of bulk or fibrous 2D substrates suitable for cell culture, it has become 
more and more evident  that cells react significantly different when cultured surrounded by a 
3D matrix [16, 22‐25]. Consequently, great effort has been placed on creating suitable 3D in vitro 
systems for systematic studies of the respective cell behavior and on the subsequent design and 
development  of  3D  scaffolds  for  tissue  engineering  applications. Especially hydrogels,  either 
comprised of natural polymers  (e.g. collagen,  fibrin) or synthetic polymers  (e.g. poly(ethylene 
glycol)  (PEG), polylactide, polyacrylamide) have been  studied and optimized  regarding  their 
biochemical  and mechanical properties  to  support growth  and proliferations of different  cell 
types (for review see e.g. [26‐29]).  
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In  the  previous  Chapter  8,  we  have  introduced  a  semi‐synthetic  hydrogel  based  on  a 
combination  of  the  natural  ECM  component  hyaluronic  acid  (HA)  and  hexafunctional,  star‐
shaped P(EO‐stat‐PO) as a synthetic crosslinker [30]. The suitability of this hydrogel system for 
encapsulation of HDFs (cell proliferation and survival >12 days) was successfully shown; Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  hydrogels  furnished  with  RGD  functionalities  were  furthermore 
supportive of HDF spreading in 3D.  
 
The  natural  ECM,  however,  is  composed  of  both  constituents,  a  network  of  solid  fibers,  to 
which  cells  can  anchor,  and  a  protective  3D  hydrogel matrix. With  our  new  approach,  the 
combination  of  the  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  hydrogels  with  a  network  of  electrospun 
PLGA/sP(EO‐stat‐PO) nanofibers, we aim to mimic the complex structure of the ECM. This new 
system  implicates  several  interesting  characteristics  essential  for  the  future  development  of 
highly specific tissue engineering constructs: The biofunctionality of both, the fibers as well as 
of  the  hydrogel  can  be  controlled  by  covalent  coupling  of  adhesion‐mediating  peptides  or 
growth factors. Additionally, not only the density and the distribution of the fibers but also the 
mechanics  of  the  surrounding  hydrogel matrix  are  easily  tunable  by  varying  the  respective 
concentrations of the fibers’ and the gels’ components. 
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2. Materials and Methods 
2.1. Material fabrication  
2.1.1. Fabrication of hydrogel mixtures  
Solutions of HA‐SH (Glycosan biosystems, USA) and of Acr‐functionalized sP(EO‐stat‐PO) (for 
details see  [31, 32]) were prepared with sterile Dulbecco’s phosphate buffered saline  (PBS) as 
described in Chapter 8, section 2.1. For further details see also reference [30]. 
 
2.1.2. Fabrication of nanofibers by electrospinning 
The preparation of  the  electrospinning  solution  and  the  spinning process were  conducted  as 
already  described  elsewhere  [20,  21].  Briefly,  the  basic  electrospinning  solution  consisted  of 
5 wt%  NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  and  25  wt%  Poly(D,L‐lactide‐co‐glycolide)  (PLGA)  RG  504 
(Boehringer  Ingelheim, Germany)  in a mixture of acetone/DMSO  (9/1, v/v). For bioactivation, 
one  equivalent of RGD peptides was  first dissolved  in  0.2 ml dimethylsulphoxide  containing 
30 μl water and  then added  to  the NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  solution and  stirred  for 10 min. Two 
different ways of collecting of the fibers were chosen. Either the fibers were collected on  inert 
NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐coated  glass  substrates  fixed  to  a  rotating  mandrel  in  a  distance  of 
100‐250 mm  or  circular  patches  of  electrospun  fibers were  collected  on  small  rings made  of 
PVDF (Goodfellow, Bad Nauheim, Germany). The rings had an outer diameter of 15 mm and 
an  inner  diameter  of  12 mm with  an  overall  thickness  of  50 μm. Nanofiber  fabrication was 
carried out bei Karl‐Heinz Heffels. 
 
2.2. In vitro cell culture 
2.2.1. Fibroblast cell culture 
Primary  human  dermal  fibroblasts  (HDFs,  passages  3‐7)  (kindly  provided  by Y. Marquardt, 
Institute  for  Dermatology,  University  Hospital  Aachen,  Germany)  were  used  for  the  cell 
experiments.  They were  cultured  in DMEM medium  supplemented with  10 %  fetal  bovine 
serum  (FBS)  and  1 % penicillin/streptomycin  at  37  °C  in  a  5 % CO2  supplied  incubator. The 
culture  medium  was  exchanged  every  two  days.  Cells  were  harvested  with  0.25  % 
trypsin/EDTA (all reagents purchased from PAA, Cölbe, Germany). 
 
2.2.2. Cell culture on nanofiber substrates 
Prior  to  the cell culture experiments  the glass substrates or  the PVDF rings with  the attached 
fibers were transferred into 24‐well suspension culture plates (Greiner Bio‐One, Frickenhausen, 
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Germany); glass substrates were rinsed  three  times with sterile water and subsequently  three 
times with PBS. For the cultivation experiments 1.5 ml of a 25,000 cells/ml suspension of HDF 
cells  in DMEM medium were  added  on  top  of  the  substrates. Cells were  cultivated  on  the 
samples for 1 h or 24 h. After the respective cultivation time the medium was removed and the 
samples  were  rinsed  once  with  PBS.  On  the  glass  substrates,  150  μl  of  the  freshly  mixed 
hydrogel mixture were added immediately without letting the samples fall dry. The rings were 
placed in a new well into which app. 100 μm of fresh hydrogel had been transferred beforehand 
and were  subsequently  covered with  an  additional  100  μl of gel. After  30 min  incubation  at 
37 °C, 750 μl cell culture medium were added on top of the crosslinked gels. Samples were kept 
at  37  °C  in  a  5 %  CO2  supplied  incubator  throughout  the  experiment.  The  medium  was 
exchanged every two days. 
 
2.2.3. Cell encapsulation 
Cells, which were freshly resuspended in PBS, were mixed into the hydrogel as described in the 
previous Chapter 8  (section 2.2.3). The hydrogel with  the mixed  in cells was  transferred onto 
substrates with electrospun fibers and were allowed to crosslink. 
 
2.2.4. LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity staining 
Viability  staining  of  the  cells  after  different  cultivation  times was  carried  out  according  to 
protocol  with  a  LIVE/DEAD®  staining  kit  (Invitrogen,  Karlsruhe,  Germany).  See  also 
Chapter 8, section 2.2.4. 
 
2.2.5. Immunological staining 
For  immunological  staining  of  the  cytoskeleton,  cells  encapsulated  in  the  gels were  fixed  in 
4.0 %  formaldehyde  at pH  7  (Carl Roth, Karlsruhe, Germany)  and permeabilized with  0.1 % 
Triton X‐100 (Sigma‐Aldrich Chemie, Munich, Germany). Subsequently, cells were incubated in 
tetramethylrhodamine isothiocyanate‐conjugated phalloidin (rhodamine phalloidin) (1:500) and 
4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI) (1:1000) (Chemicon) in PBS over night at 4 °C. 
 
2.2.6. Optical and fluorescence microscopy 
Cell adhesion and  spreading were monitored by  light microscopy with an  inverted Axiovert 
100A Imaging microscope (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). For fluorescence microscopy Axio 
Observer  Z1,  equipped  with  an  ApoTome  system  was  used  to  achieve  optical  sectioning. 
Pictures  were  taken  using  an  AxioCam  MRm  digital  camera  and  analyzed  using  the 
AxioVisionV4.6./V4.7 software package (Carl Zeiss, Goettingen, Germany). 
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3. Results 
3.1. Individual in vitro performance of the two components of the artificial ECM 
The two‐component ECM mimicking system, to be evaluated in the scope of this work, consists 
of a hydrogel and nanofibers which both have already been shown  to be non‐toxic as well as 
supportive  to  cell  survival,  growth  and  proliferation  (in  [21]  and  Chapter  8).  Figure  1 
summarizes  the  results  of  the  respective  in  vitro  studies  by  means  of  two  exemplary 
micrographs. 
 
 
 
Figure 1: In vitro performance of the two components of the artificial biomimetic ECM: HDFs cultured 
in the hydrogel or on the nanofibers. 
HDFs were encapsulated in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH gels and cultured for 7 d. Subsequently, the cells 
were  stained with  rhodamine  phalloidin  and DAPI  (left). HDFs were  cultured  on  electrospun NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA fibers and stained accordingly after 24 h (right). Fibers are depicted in false color 
from optical microscope picture overlay, image taken from reference [21]. 
 
 
3.2. In vitro evaluation of the two‐component system 
Different strategies of cell seeding or embedding were applied to test the combination of both 
biomimetic  components  in cell culture. On  the one hand still  liquid hydrogels with mixed  in 
fibroblasts were transferred onto blank fibers (Figure 2). On the other hand fibroblasts were pre‐
cultivated on the fibers for different time periods (1 h (Figure 3) or 24 h (Figures 3 and 4)) and 
subsequently  the  fiber  substrates  were  embedded  in  fresh  Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH 
hydrogels. After different time points cell viability and/or morphology of the fibroblast on the 
fibers  inside  of  the  gels  was  monitored  by  live  imaging  or  fluorescence  microscopy  after 
staining with LIVE/DEAD® kit or DAPI and fluorescent phalloidin. 
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In  the first case, when  the cells were mixed  into  the hydrogel before gelation and the gel was 
directly added on top of a network of fibers collected on a glass substrate, only a small fraction 
of the encapsulated HDFs was able to interact with the fibers. Slight changes in cell morphology 
in adaptation  to  the  fibers was observed after 24 h, yet no  further  spreading along  the  fibers 
occurred during  the  subsequent days  in  culture  (Figure 2). LIVE/DEAD®  staining  confirmed 
the viability of the encapsulated cells (images not shown). 
 
 
 
Figure 2: Two‐component approach: cell seeding strategy: “cells in gel”. 
Freshly harvested HDF  cells were  encapsulated  in  the hydrogels  and  subsequently  transferred onto  a 
network of NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA RGD fibers. Live images were taken after 1 day and 5 days in 
culture. Arrows indicate cells aligning to the fibers.  
 
 
The  second  in  vitro  strategy  involved  cell  seeding  on  the  fibers  prior  to  enclosing  in  the 
hydrogels. Two different time periods for pre‐cultivation were chosen, 1 h and 24 h. Already 1 h 
after  seeding  on  the  RGD‐functionalized  fibers,  cells were  attaching  and  starting  to  spread 
along  the  fibers. During  the  subsequent  cultivation,  after  the  cells were  embedded  into  the 
hydrogel,  no  significant  change  or  development  in  cell  shape  could  be  observed.  Yet, 
proliferation  was  evident  from  an  increase  in  size  of  the  cell  “agglomerates”  consisting  of 
densely packed individual cells (Figure 3). 
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Figure 3: Two‐component approach: cell seeding strategy: “cells on fibers” (1 h pre‐culture). 
HDF cells were cultured  for 1 h on NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA RGD  fibers. Subsequently  the  fibers 
with the attached cells were embedded in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH RGD hydrogel. Live images were 
taken 24 h and 48 h after addition of the gel; after 120 h viability staining with LIVE/DEAD® staining kit 
was performed.  
 
 
HDFs, which were  cultivated  on  the  fibers  for  24  h  prior  to  gel  addition were  intensively 
spreading  adapting  their  shape  to  the  network  (see  also  Figure  1).  After  addition  of  the 
hydrogels the cells kept this spread shape.  
 
 
 
 
Figure 4: Two‐component approach: cell seeding strategy: “cells on fibers” (24 h pre‐culture). 
HDF cells were cultured for 24 h on NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA RGD fibers. Subsequently the fibers 
with  the attached  cells were  embedded  in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH RGD hydrogel and  cultured  for 
12 days. Viability  staining with LIVE/DEAD®  staining  kit was performed  1 d,  7 d  and  12 d  after gel 
addition. Images were taken by means of fluorescence microscopy.  
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LIVE/DEAD®  staining  (Figure  4)  as  well  as  staining  of  cellular  actin  and  the  cell  nucleus 
(Figure 5) clearly confirmed the proliferation of the HDFs.  
 
 
 
Figure 5: Two‐component approach: cell seeding strategy: “cells on fibers” (24 h pre‐culture). 
HDF cells were cultured for 24 h on NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA RGD fibers. Subsequently the fibers 
with  the attached  cells were  embedded  in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH RGD hydrogel and  cultured  for 
10 days. Cells were fixed and stained with fluorescent (rhodamine) phalloidin and DAPI. 
 
 
The cells stayed densely packed after proliferation but they generally kept or adapted a spread‐
like morphology. Although the cells’ size in these dense “agglomerates” was smaller than what 
was observed on fibers without surrounding gel, the fibers clearly enhanced cell spreading and 
actin fiber polymerization.  
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4. Discussion 
When aiming  to develop biologically  relevant,  functional  tissue engineering  scaffolds,  it  is of 
great importance to mimic the natural 3D surrounding of the cells, the ECM [16, 22, 33, 34]. We 
have presented an approach where the two main components of the in vivo ECM are combined: 
a  protective  and  supporting  hydrogel matrix  and  a  functional  fibrous  network  guiding  cell 
attachment,  spreading  and  growth.  The  aim  of  this  study was  to  assess  the  general  in  vitro 
applicability of this artificial ECM with primary HDFs. 
 
Two different  approaches  to  integrate  the  cells  into  the  two‐component  system were  tested; 
once by adding them to the hydrogel mixture and, second, by first culturing them on the fibers 
and subsequently covering  them with  the hydrogel. While  the  first method only  led  to scarce 
cell‐fiber interaction (Figure 2), the pre‐culturing on the fibers resulted in a great amount of well 
spread cells, attached to the fibers and embedded in the hydrogel (Figures 3‐5). The longer the 
periods for pre‐culturing were chosen, the more the cells were spreading on the fibers. As the 
gels are non‐degradable with regard to the time frames relevant for this study, the HDFs were 
mainly  restricted  to  the  area  they  initially  occupied  when  being  embedded  into  the  gel. 
Nevertheless, cell proliferation was evident, which led to a slight increase in the area, of the cell 
“agglomerated” consisting of several individual cells after proliferation. 
 
Cells  encapsulated  in  poorly  or  non‐degradable  gels  have  been  shown  to  be  restricted  to  a 
round  morphology,  which  can  delay  cell  proliferation,  migration  and  matrix  production 
[35, 36].  Nevertheless,  although  some  negative  influence  on  cell  proliferation  might  be 
stemming  from  the  insufficient degradability of  the hydrogel,  it  can on  the other hand offer 
some advantages for specific applications. As already brought forward in Chapter 8, where one 
of  the  two  components,  the  hydrogel  system, was  introduced,  the  long‐term  stability  of  the 
hydrogel can prevent immune recognition against the embedded cells in vivo. Furthermore the 
close confinement of  the cells  to  the area around  the  fibers supports  the guiding effect of  the 
fibers. The cells are not able to randomly invade the surrounding gel but rather proliferate and 
elongate  along  the  fiber  structures.  To  purposively  exploit  this  advantage  the  fibers  can  be 
collected in an orientated manner. As an example of this application, HDFs growing on parallel 
fibers  (24  h  pre‐incubation),  subsequently  embedded  in  the  hydrogel  and  cultured  for  an 
additional 6 or 14 days are shown in Figure 6. 
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Figure 6: Two‐component approach: guided cell growth along aligned fibers. 
HDF cells were cultured for 24 h on NCO‐sP(EO‐stat‐PO)‐co‐PLGA RGD fibers. Subsequently the fibers 
with the attached cells were embedded in Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH RGD hydrogel. Live images were 
taken after 6 days (left) and viability staining was performed after 14 days in culture (right). 
 
 
It has been reported that the integration of solid micro‐ or nano particles can be supportive to 
cell growth and spreading  in a 3D matrix [37]. Our studies underline these results as the cells 
embedded  into  the hydrogel without  fibers showed  less pronounced cell spreading  (Figure 1 
and Chapter 8), when compared with  the cells which were growing on  the  fibers  in  the  two‐
component approach (Figure 5).  
 
So far we could show experimental results that on the one hand prove the practicability of the 
system, namely  the cell seeding on  the fibers and  the subsequent embedding  in  the hydrogel. 
To  ensure  that  the  hydrogel matrix  does  not  separate  from  the  fibers,  the  gel was  not  only 
added  on  top  of  the  fiber  substrate  but  the  ring  with  the  collected  fibers  was  completely 
surrounded by the hydrogel mixture. On the other hand, the positive influence of the fibers on 
cell  spreading  and  proliferation  inside  the  gel was  shown.  Based  on  these  results  different 
modifications of the system can be tested with regard to the future application with a specific 
cell  type and  the desired mode of growth  (e.g. alignment of  fibers). The  system  furthermore 
bears  the  advantage  that  the  fibers  as  well  as  the  hydrogel  can  easily  be  modified  with 
biological functionalities via covalent binding and that the elasticity (crosslinking density) and 
the  degradability  of  the  hydrogel  can  be  tuned  as well  (e.g.  via  addition  of MMP‐sensitive 
peptides) [21, 30, 38].  
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5. Conclusions 
We have described a new approach to the fabrication of an artificial ECM which combines the 
main  components  of  the  natural  ECM,  biofunctional  fibers  and  a  hydrogel.  Fibers  were 
prepared  by  means  of  electrospinning  from  a  mixture  of  degradable  PLGA  and  NCO‐
sP(EO‐stat‐PO) macromonomers with added RGD peptides. A  semi‐synthetic hyaluronic acid 
(HA)‐based hydrogel was used  for  the subsequent embedding of  the  fiber constructs.  In vitro 
studies with HDFs showed that cells which were pre‐cultured on the adhesive fibers before gel 
addition were able  to proliferate and spread along  the  fibers after embedding. The  longer  the 
pre‐culture  period  was  chosen,  the  more  the  cells  were  already  spread  and  the  more 
pronounced the guiding effect of the fibers was (e.g. 1 h vs. 24 h pre‐culture time).  
 
The fabrication and application of parallelly aligned fibers for the design of this artificial ECM 
has  furthermore  underlined  the  suitability  of  the  two‐component  system  for  tailored  cell 
guidance  and  delivery.  The  fact  that  the  system  can  easily  be  modified  regarding  its 
biofunctionality  and mechanical properties  and  thereby be  adjusted  to  the  requirements of  a 
specific cell type, makes it a highly relevant tool not only for in vitro studies but also for in vivo 
applications. 
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Summary 
The  subject  of  this  thesis  is  to  study  cellular  reactions  to  topographically, mechanically  and 
biochemically  tunable  polymeric  biomaterials.  Different  aspects  of  in  vitro  cell‐biomaterial 
interactions were  systematically  studied with  the murine  fibroblast  cell  line NIH  L929  and 
primary human dermal  fibroblasts  (HDFs). Besides a general cytocompatibility assessment of 
the applied materials and the quantification of cell adhesion per se, cell morphological changes 
(e.g. cell spreading) and  intracellular processes such as F‐actin stress fiber polymerization and 
focal adhesion (FA) assembly were analyzed  in detail by  live  imaging, electron microscopy as 
well as by fluorescence microscopy of immunologically stained samples.  
 
The focus of the first part of the thesis (Chapters 2–6) lies on cell culture studies on the surfaces 
of  two diametrically opposed polymers; a very hydrophobic perfluoropolyether  (PFPE) and a 
poly(ethylene  glycol)  (PEG)‐based  hydrophilic  hydrogel.  The  applicability  of  PFPE  as  a 
patternable biomaterial was evaluated and is described in Chapter 2. The material was shown 
to  be  non‐cytotoxic  and  to  allow  adhesion  and  spreading  of  L929  fibroblasts  and  HDFs 
comparable  to  that observed on  common  cell  culture  substrates,  e.g. TCPS. Additionally, FA 
formation and  the organization of soluble  fibronectin  (FN)  into a  fibrillar extracellular matrix 
(ECM) network were evident on smooth PFPE substrates. Furthermore, as PFPE was fabricated 
by UV‐initiated radical crosslinking, topographic surface patterning could easily be achieved by 
molding. Patterned PFPE substrates were applied in cell experiments and it could be seen that 
different  structures  had  a  definite  effect  on  cell  size  and  morphology.  These  results  have 
demonstrated  that  PFPE  is  an  interesting  substrate  for  several  biological  applications  from 
fundamental  research  to  implant  design.  A  subsequent  study  with  primary  human 
macrophages  also  indicated  a  clear  influence  of  surface  topography  not  only  on  cell 
morphology  but  also  on  the  expression  of  pro‐  or  anti‐inflammatory  surface  markers. 
Optimization of such microstructures may provide a method to evoke a predictable response of 
macrophages to implants and control the release of specific molecules involved in the immune 
response. 
 
Bulk  PEG  hydrogels  were  applied  for  comprehensive  studies  on  the  correlation  between 
material surface characteristics and cell behavior. PEG‐based hydrogels,  in particular, are well 
known  for  their protein‐ and  cell‐repellent properties. We herein aimed  to elucidate whether 
this anti‐adhesiveness was impacted by the introduction of surface topography or by variations 
of mechanical substrate properties or a combination thereof.  
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Hydrogels  were  fabricated  by  UV‐induced  polymerization  of  six‐armed  star‐shaped 
poly(ethylene  oxide‐stat‐propylene  oxide)  macromonomers  with  acrylate  end‐groups  (Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)).  Cell  biological  studies  with  L929  fibroblasts  confirmed  the  expected  non‐
adhesive nature of the smooth hydrogel surfaces and ruled out any toxic effect of the material 
(Chapter 3). Alterations of the mechanical properties (Young’s moduli from several kPa to MPa) 
were achieved by varying the crosslinking density of the polymer network. Yet, no changes in 
cell  reaction  could  be  correlated  with  this  variation;  none  of  the  smooth  substrates  was 
supporting any stable cell adhesion. 
 
The  influence  of  surface  topography  on  the  cell‐repulsive  properties  of  Acr‐sP(EO‐stat‐PO) 
hydrogels  has  been  studied  and  is  described  in  Chapter  4.  In  vitro  experiments with  L929 
fibroblasts  showed  that  the  imprinted  topography  (via molding)  enabled  cell  adhesion  and 
spreading on the otherwise cell‐repellent surfaces. The fibroblasts aligned to micrometer groove 
patterns and were, depending on the respective dimensions, able to span or enter the grooves. 
On micrometer post patterns  the  cells  spread on  top  of  the pillars  and wrapped  around  the 
structures.  
 
To  address  the  question  whether  these  observations  were  linked  to  differences  in  protein 
adsorption, to the influence of topography itself or to a combination of both factors, respective 
systematic in vitro studies were conducted. The correlation between the observed cell adhesion 
to patterned PEG and possible  changes  in protein adsorption  to  the  surfaces  is elaborated  in 
Chapter 5. First, the presence of serum proteins supplemented to the cell culture medium was 
discovered to be essential for the observed adhesion. Further, the adsorption of the plasma and 
ECM proteins FN and predominantly vitronectin (VN) to the hydrogels was demonstrated. The 
effect of VN on initial cell adhesion was analyzed in more detail on samples that had been pre‐
incubated  with  VN.  On  smooth  hydrogels,  VN  pre‐incubation  only  induced  a  short‐term 
adhesion of a  small number of cells. The combination of  surface  topography and VN, on  the 
contrary, led to a highly significant increase in stable cell adhesion, spreading and cytoskeletal 
organization. Therefore it was postulated that VN is a major elicitor of cell adhesion to PEG and 
that this initial interaction is manifested by and can only persist due to the presence of surface 
patterns. The micrometer topography can on the one hand act on the molecular level of single 
proteins, e.g. by  influencing amount or conformation of the proteins as well as the adsorption 
strength. On the other hand it operates on the microscopic, cellular level, allowing the cells that 
are located in the grooves to have a larger part of their surface in contact with the substrate. 
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The work  described  in Chapter  6  concentrates  on  the  impact  of  pattern  dimensions  on  the 
topography‐induced cell adhesion. Surface patterns with dimensions  in  the range of  the cells’ 
own size, namely 10 μm wide grooves, induced the adhesion of a significantly higher number 
of cells compared to smaller or larger groove sizes. Cells located in 10 μm wide grooves have a 
larger  fraction  of  their  surface  in  contact  with  the  substrate  which  consequently  made  the 
establishment of cell‐surface adhesion sites more likely. Furthermore, the positioning inside the 
grooves shields the cells from the movement of the surrounding fluid; therefore the persistence 
time  of  the  initial  adhesions  is  prolonged,  resulting  in  stable  cell  adhesions,  spreading  and 
alignment.  
 
In addition, substrates combining systematic variations in pattern dimensions and crosslinking 
density were tested for their capability to induce cell adhesion and alignment. In contrast to the 
results gained from in vitro studies on smooth substrates which revealed no stiffness‐dependent 
change  in  cell  behavior,  a  different  cell  reaction was  evident  once  stiffness  variations were 
combined with  topography. Softer  substrates with  line patterns  led  to  significantly more  cell 
adhesion and spreading than stiff substrates. 
 
Based on  the  results of  the Chapters 3‐6,  it was  concluded  that  the physical and mechanical 
surface characteristics can eliminate  the non‐adhesive properties of PEG‐based hydrogels  to a 
large  extent.  This  has  to  be  taken  into  account  when  designing  surfaces  for  biomedical 
application such as scaffolds for tissue engineering which rely on the inertness of PEG. On the 
other hand it also opens new opportunities for biomimetic material design which does not need 
biochemical surface functionalization for manipulating cellular responses. 
 
In the second part of the thesis hydrogel systems fabricated from sP(EO‐stat‐PO) or hyaluronic 
acid (HA) crosslinked via sP(EO‐stat‐PO)) were applied  to study cell behavior  inside of  three‐
dimensional  (3D) matrices. The possibility of using  topographical modifications  to purposely 
influence  cell  growth  not  only  on  hydrogel  surfaces  but  also  in  a  3D matrix  is described  in 
Chapter  7. High water  content,  flexible  hydrogels with  tunable mechanical  properties were 
fabricated from Acr‐sP(EO‐stat‐PO) macromonomers by redox‐initiated crosslinking in aqueous 
solution.  The  intrinsically  inert  gels  make  an  ideal  platform  for  biofunctionalisation,  for 
example via the covalent binding of RGD peptides. A stable oriented tubular morphology with 
diameters  in  the  cell  size  range  (5‐15  μm) was  introduced  to  the gels by uniaxial  freezing.  It 
could  be  shown  that  such morphology  results  in  pronounced  unidirectional  growth  of  cells 
throughout  the  gels  (travelling  mm  distances  during  several  weeks).  Compared  to  non‐
structured gels where  injected  cells  started  to die after approximately 10 days  in  culture,  the 
porosity  supported  cell  survival  for  more  than  28  days.  These  observations  together  with 
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further  advantages  of  the  hydrogel  system,  namely  transparency  and  no  autofluorescence, 
make  it a promising candidate  for either  fundamental 3D cell culture studies or  the design of 
tissue engineering substrates, in particular for nerve regeneration scaffolds where the guidance 
of the regenerating axons over large distances is of crucial importance.  
 
Adding to the 3D in vitro studies, in Chapter 8 a different hydrogel system based on a natural 
polymer, hyaluronic acid (HA), crosslinked with sP(EO‐stat‐PO) via acrylate (Acr) or isocyanate 
(NCO)  end‐groups  is  introduced  as  a  3D  matrix  for  cell  encapsulation.  Different  gel 
compositions with varying mechanical properties were analyzed  in terms of cytocompatibility 
and their ability to allow spreading and proliferation of embedded fibroblasts. Our studies have 
proven  that  while  hydrogels  crosslinked  via  NCO‐sP(EO‐stat‐PO)  were  cytotoxic,  the  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  gels  are  suitable  for  encapsulation  of L929  as well  as HDF  cells. The 
fabrication method enables easy handling and optimal cell distribution  in the gels; survival of 
the cells (>10 days) as well as proliferation are supported. The  incorporation of RGD peptides 
allowed the HDFs to interact with the matrix, to build actin stress fibers and cellular extensions. 
Together with the straightforward tunability of the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels with 
respect  to  additional  biofunctionality  and degradability  this  system  bears  great potential  for 
several  applications  ranging  from  scaffolding  for  tissue  regeneration  to  cell  encapsulation  of 
genetically modified cells for the targeted release of therapeutic factors. 
 
A  two‐component  approach  toward  designing  a  biomimetic,  artificial  ECM  is  presented  in 
Chapter 9. Here  the Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH hydrogels which  are described  in Chapter  8 
were combined with a network of biofunctional nanofibers. Fibers were prepared by means of 
electrospinning from a mixture of degradable poly(D,L‐lactide‐co‐glycolide) (PLGA) and NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)  macromonomers  and  functionalized  with  RGD.  In  vitro  studies  with  HDFs 
showed that cells which were cultured on the adhesive fibers prior to gel addition were able to 
proliferate and spread along the fibers after embedding. The longer the pre‐culture period was 
chosen, the more the cells were already spread and the more pronounced the guiding effect of 
the  fibers was. Moreover,  the successful  integration of parallel aligned  fibers could underline 
the suitability of the system as a tool for specific cell guidance and delivery.  
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Zusammenfassung  
Gegenstand  dieser  Dissertation  „Zellreaktionen  auf  spezifische  Modifikationen  von 
Biomaterialien“  ist  es,  die  Reaktionen  von murinen  und  humanen  Zellen  auf  topografisch, 
mechanisch  oder  biochemisch  modifizierte  Polymer‐basierte  Biomaterialien  zu  untersuchen. 
Verschiedene  Aspekte  der  in  vitro  Interaktion  von  Zellen  und  Biomaterial wurden mit  der 
Mausfibroblasten  Zelllinie  NIH  L929  und  mit  primären  humanen  dermalen  Fibroblasten 
(HDFs)  systematisch  analysiert. Neben  einer  generellen Überprüfung  der Zytokompatibilität 
der  eingesetzten  Materialien  und  einer  Quantifizierung  der  Zellanbindung  wurden 
morphologische Anpassungen  (z.B. Spreiten der Zellen) und  intrazelluläre Vorgänge, wie die 
Polymerisation  von Aktin‐Fasern  und  die  Bildungen  von  „Fokalen Adhäsionen“  untersucht. 
Die  hierfür  verwendeten  Methoden  schlossen  unter  anderem  Licht‐  und 
Elektronenmikroskopie  sowie  Fluoreszenzmikroskopie  von  Immunfluoreszenz‐markierten 
Proben mit ein.  
 
Im Mittelpunkt des  ersten Teils der Arbeit  (Kapitel  2  bis  6)  stehen  in  vitro  Studien  auf den 
Oberflächen  von  zwei,  in  ihren  chemischen  Eigenschaften  sehr  gegensätzlichen  Polymeren: 
einem hydrophoben Perfluoropolyether  (PFPE) und einem Polyethylenglycol  (PEG)‐basierten, 
hydrophilen  Hydrogel.  Die  Verwendungsmöglichkeit  von  PFPE  als  strukturierbares 
Biomaterial wurde untersucht und ist in Kapitel 2 dargestellt. Das Material konnte zunächst als 
nicht  zytotoxisch  eingestuft  werden  und  das  Anbinden  und  Spreiten  von  L929‐Zellen  und 
HDFs  wurde  durch  PFPE  in  einem  ähnlichen  Maße  unterstützt  wie  durch  standardmäßig 
verwendete Zellkultursubstrate (z.B. TCPS). Die Ausbildung von „Fokalen Adhäsionen“ konnte 
auf  glatten  PFPE  Oberflächen  ebenso  nachgewiesen  werden,  wie  die  Organisation  von 
löslichem Fibronektin (FN) in extrazelluläre Fibrillen. Da die Vernetzung von PFPE durch UV‐
induzierte, radikalische Polymerisation erfolgte,  ließ sich eine Strukturierung der Oberflächen 
über  molding  Verfahren  erzeugen.  Zellversuche  auf  strukturierten  Substraten  zeigten,  dass 
verschiedene Muster jeweils definierte Effekte auf die Morphologie und Zellgröße hatten. 
 
Die Ergebnisse bestätigten, dass PFPE als Substrat für verschiedene Anwendungsfelder von der 
biomedizinischen Grundlagenforschung  bis  hin  zur  Entwicklung  von  Implantaten  potentiell 
geeignet  ist.  In  einer Anschlussstudie mit  primären,  humanen Makrophagen  konnte  zudem 
gezeigt werden, dass die Strukturierung nicht nur eine deutliche Variation der Zellmorphologie 
hervorrief,  sondern  auch  die  Expression  von  inflammatorischen  Markern  beeinflusste.  Eine 
zielgerichtete Optimierung  der Oberflächentopografie  könnte  somit  eine  geeignete Methode 
darstellen, um die Reaktion von Makrophagen auf Implantatoberflächen zu regulieren und die 
Produktion und Sekretion von immunologisch relevanten Molekülen zu kontrollieren. 
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Weiterhin wurden  unter Verwendung  von  PEG‐basierten Hydrogelen  umfangreiche  Studien 
zur  Korrelation  zwischen  Oberflächeneigenschaften  und  Zellverhalten  durchgeführt.  Diese 
Hydrogele zeichnen  sich  insbesondere durch protein‐ und zellabweisende Eigenschaften aus. 
Im  Rahmen  der  vorgestellten  Arbeiten  sollte  untersucht  werden,  inwieweit  sich  diese 
Charakteristik  durch  das  Einfügen  von  Oberflächenstrukturen,  durch  eine  Änderung  der 
mechanischen Materialeigenschaften oder durch eine kombinierte Variation beider Parameter 
beeinflussen lässt.  
 
Die  eingesetzten Hydrogele wurden  durch UV‐induzierte  Polymerisation  von  sechsarmigen, 
sternförmigen Poly(ethylen‐stat‐Propylenoxid)  (sP(EO‐stat‐PO)) Makromonomeren hergestellt, 
welche an  ihren Enden mit Acrylat‐Gruppen  (Acr)  funktionalisiert waren.  In zellbiologischen 
Studien  mit  L929  Fibroblasten  ließ  sich  die  erwartete  antiadhäsive  Eigenschaft  der  glatten 
Hydrogele bestätigen und eine mögliche Toxizität des Materials konnte ausgeschlossen werden 
(Kapitel  3).  Veränderungen  der  mechanischen  Substrateigenschaften  wurden  über  eine 
Variation der Vernetzungsdichte der Hydrogele erzielt. Es konnte  jedoch keine Änderung des 
Zellverhaltens durch die Variation der Substratmechanik beobachtet werden; keines der glatten 
Substrate unterstützte das Anbinden von Zellen. 
 
Untersuchungen  zum  Einfluss  von  Oberflächenstrukturierung  auf  die  zellabweisenden 
Eigenschaften von Acr‐sP(EO‐stat‐PO) werden in Kapitel 4 beschrieben. Zellversuche mit L929 
Fibroblasten zeigten, dass eine mittels molding Verfahren eingebrachte Topografie (Rillen oder 
Säulen)  das Anbinden  und  Spreiten  von  Zellen  auf  den  sonst  zellabweisenden Oberflächen 
ermöglichte.  Die  Fibroblasten  streckten  sich  entlang  der  Mikrometer‐Rillen  und  waren  in 
Abhängigkeit von der Breite der Strukturen in der Lage, in die Vertiefungen hineinzuwachsen. 
Auch auf Substraten mit Mikrometer‐Säulen konnten Zellanbindung und Spreiten beobachtet 
werden. Die Fibroblasten „wickelten“ sich regelrecht um die Strukturen.  
 
Um  festzustellen,  ob  dieser  starke  Einfluss  der  Topografie  auf  eine  Veränderung  der 
Proteinadsorption  oder  aber  auf  den  direkten  Einfluss  der  Strukturen  auf  zellulärer  Ebene 
zurückzuführen  sein  könnte,  wurden  entsprechende  systematische  in  vitro  Studien 
durchgeführt. Der Zusammenhang zwischen der beobachteten Zellanbindung und möglichen 
Veränderungen  der  Proteinadsorption  auf  den  strukturierten Oberflächen wird  in Kapitel  5 
behandelt.  Zunächst  konnte  nachgewiesen  werden,  dass  der  Zusatz  von  Serum  zum 
Zellkulturmedium  für  die  Zellanbindung  essenziell  war.  Die  Plasmaproteine  bzw. 
Extrazellularmatrix (ECM) Proteine FN und vornehmlich Vitronektin (VN) waren  in der Lage 
an den PEG‐Substraten zu adsorbieren. 
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Der  Effekt  von  VN  auf  die  initiale  Zellanbindung  wurde  auf  Substraten,  die  mit  VN 
vorinkubiert  waren,  im  Detail  untersucht.  Auf  glatten,  vorinkubierten  Substratoberflächen 
konnte nur bei einer geringen Anzahl Zellen eine  initiale Anbindung beobachtet werden.  Im 
Gegensatz  dazu  führte  die Kombination  aus VN‐Behandlung  und Oberflächentopografie  zu 
einer  hochsignifikanten  Zunahme  stabiler  Zelladhäsion,  sowie  zu  Zellspreiten  und  der 
Organisation des Zytoskeletts. Basierend auf diesen Ergebnissen wird festgestellt, dass VN der 
hauptverantwortliche  Auslöser  der  initialen  Zelladhäsion  auf  PEG  ist,  und  dass  diese 
anfängliche Interaktion durch die Topografie manifestiert wird und nur durch diese dauerhaft 
Bestand  hat.  Es  wird  weiterhin  angenommen,  dass  die  Mikrometer‐Topografie  nicht 
vornehmlich  auf der molekularen Ebene  einzelner  Proteine wirkt,  z.B.  indem  sie die Menge 
oder  Konformation  der  adsorbierten  Proteine  beeinflusst,  sondern  vor  allem  auch  auf  der 
mikroskopischen, zellulären Ebene. 
 
Die  in Kapitel 6 dargestellten Arbeiten konzentrierten sich auf den Zusammenhang zwischen 
der  Größe  der  Strukturen  und  dem  Ausmaß  der  induzierten  Zellanbindung. 
Oberflächentopografie mit Dimensionen  im Bereich der Zellgröße  selber,  insbesondere 10 μm 
breite Rillen, führten zu einer signifikant höheren Anzahl an gebundenen Zellen als schmalere 
oder breitere Strukturen. Da die Zellen  in den 10  μm breiten Rillen mit einem Großteil  ihrer 
Oberfläche  in direktem Kontakt zu dem Substrat  standen, erhöht  sich die Wahrscheinlichkeit 
einer stabilen Interaktion. Zudem schützt die Positionierung der Zellen in den Rillen diese vor 
der Strömung des umgebenden  flüssigen Mediums. So wurde die Häufigkeit und Dauer der 
initialen Anbindung erhöht, was wiederum  im weiteren Verlauf die Ausbildung von stabilen 
Adhäsionen und Zellspreiten entlang der Strukturen erleichterte. 
 
Anschließend wurden PEG‐Hydrogele, die eine systematische Variation der Strukturgröße und 
der Vernetzungsdichte vereinten, auf ihre Kapazität zur Induktion von Zellanbindung getestet. 
Im  Gegensatz  zu  den  glatten  Substraten,  bei  denen  kein  Einfluss  der  mechanischen 
Eigenschaften  auf  das  Zellverhalten  zu  beobachten  war,  zeigte  sich  ein  signifikanter 
Unterschied,  sobald  die  Variation  in  der  Vernetzungsdichte  mit  einer  topografischen 
Strukturierung  kombiniert  wurde.  Weniger  stark  vernetzte,  weichere  Substrate  mit 
Rillenstrukturen induzierten eine deutlich stärkere Zellanbindung als härtere Substrate. 
 
Basierend auf den Ergebnissen der Kapitel 3 bis 6 lässt sich schlussfolgern, dass es alleine durch 
eine  Veränderung  der  physikalischen  und  mechanischen  Oberflächen‐  bzw. 
Substrateigenschaften möglich  ist, die zellabweisende Charakteristik von PEG Hydrogelen zu 
unterdrücken.  Dieses  sollte  vor  allem  beim  Design  von  Oberflächen  für  den  Einsatz  im 
biomedizinischen Bereich berücksichtigt werden, deren Funktionalität oftmal auf den protein‐ 
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und  zellabweisenden  Eigenschaften  von  PEG‐Beschichtungen  beruht.  Andererseits  eröffnet 
diese  Beobachtung  auch  neue  Möglichkeiten  für  die  Entwicklung  von  PEG‐basierten 
biomimetischen Materialien, die  eine  spezifische Manipulation des Zellverhaltens  auch  ohne 
eine kostspielige und aufwändige biochemische Funktionalisierung erreichen könnten. 
 
Im  zweiten  Teil  der  Arbeit  wurden  zwei  weitere  Hydrogelsysteme  basierend  auf 
sP(EO‐stat‐PO) bzw. Hyaluronsäure  (vernetzt über  sP(EO‐stat‐PO))  für Untersuchungen  zum 
Zellverhalten  im  Inneren  von dreidimensionalen  (3D)  Substraten  eingesetzt. Die Möglichkeit 
Zellwachstum durch  topografische Strukturen nicht nur auf Hydrogelen  sondern auch  in 3D 
Matrices  zu  steuern,  wird  in  Kapitel  7  dargestellt.  Die  hierfür  verwendeten  flexiblen  und 
mechanisch modifizierbaren Hydrogele wurden aus Acr‐sP(EO‐stat‐PO) Makromonomeren  in 
wässriger Umgebung polymerisiert. Diese inerten Gele stellen eine gut geeignete Plattform für 
die Integration von Biofunktionalität, z. B. über das kovalente Binden von RGD‐Peptiden dar. 
Mittels  monoaxialem  Gefrieren  wurden  in  den  Gelen  stabile,  parallel  angeordnete, 
röhrenförmige  Strukturen  mit  Durchmessern  im  Bereich  der  Größe  von  Zellen  (5‐15  μm) 
erzeugt.  Es  konnte  gezeigt werden,  dass  diese  Strukturen  ein  ausgeprägtes  unidirektionales 
Wachstum der injizierten Fibroblasten hervorriefen. Im Vergleich zu nicht strukturierten Gelen, 
in  denen  die  Zellen  nach  ca.  10  Tagen  in  Kultur  abzusterben  begannen,  wurde  durch  die 
Porosität der Gele  eine deutlich  längere Überlebensdauer von mindestens  28 Tagen  erreicht. 
Diese  Ergebnisse  der  gerichteten  Strukturierung  kombiniert  mit  weiteren  Vorteilen  des 
Gelsystems, wie z. B. seine Transparenz und eine nicht vorhandene Autofluoreszenz, machen es 
zu einem vielversprechenden Kandidaten sowohl für die Grundlagenforschung als auch für die 
Entwicklung von  tissue  engineering Konstrukten. Ein potentieller Anwendungsbereich  läge  in 
der  Nervenregeneration,  bei  der  das  regenerierende  Axon  zur  Überbrückung  größerer 
Distanzen geleitet werden muss. 
 
Kapitel 8 stellt ein neues Hydrogelsystem als 3D Matrix vor, welches durch die Vernetzung des 
natürlichen  Polymers  Hyaluronsäure  (HA)  mit  dem  synthetischen  sP(EO‐stat‐PO)  über  Acr 
oder  Isozyanat  (NCO)  Endgruppen  hergestellt  wurde.  Verschiedene  Gelkompositionen  mit 
unterschiedlichen mechanischen Eigenschaften wurden im Hinblick auf ihre Zytokompatibilität 
untersucht sowie auf ihre Kapazität, Zellspreiten und Migration von verkapselten Fibroblasten 
zu  unterstützen.  Die  vorgestellten  Ergebnisse  legen  dar,  dass  Gele,  die  über  NCO‐
sP(EO‐stat‐PO)  vernetzt  wurden,  zytotoxische  Wirkung  zeigten,  und  dass  die  Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH  Gele  für  die  Verkapselung  von  L929  und  HDF  Zellen  gut  geeignet 
waren. Das Herstellungsverfahren  erlaubte  eine  einfache Handhabung  und  garantierte  eine 
gleichmäßige Verteilung  der  Zellen  in  den Gelen; Vitalität  (>10  Tage)  und  Proliferation  der 
Fibroblasten wurden unterstützt. Eine zusätzliche kovalente Vernetzung von RGD‐Peptiden in 
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den  Gelen  ermöglichte  es  den  verkapselten  HDFs  mit  der  Matrix  zu  interagieren  und 
Stressfasern sowie Filopodien auszubilden. Durch die einfache Modifizierbarkeit im Bezug auf 
Biofunktionalität und Degradierbarkeit bergen die Acr‐sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH Hydrogele  ein 
großes Anwendungspotential als Gerüste  für die Geweberegeneration oder als Matrix  für die 
Zelltherapie.  
 
Als Fortführung der Arbeiten aus Kapitel 8 wurde in Kapitel 9 ein kombinierter Ansatz für die 
Herstellung einer artifiziellen ECM präsentiert: funktionalisierte Nanofasern wurden in die Acr‐
sP(EO‐stat‐PO)/HA‐SH Hydrogele  integriert. Die  Fasern wurden mittels  Elektrospinning  aus 
einer Mischung  von  abbaubarem  poly(D,L‐laktid‐co‐Glycolid)  (PLGA)  und NCO‐sP(EO‐stat‐
PO) Makromonomeren gewonnen.  In vitro Studien mit HDFs zeigten, dass Zellen, die bereits 
vor  der  Einbettung  in  das  Hydrogel  auf  den  Fasern  kultiviert  worden  waren,  nach  der 
Gelzugabe weiter entlang der Fasern wachsen und proliferieren konnten. Durch die Integration 
von parallel angeordneten Fasern  in die Gele konnte ein deutliches gerichtetes Zellwachstum 
hervorgerufen werden. 
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List of abbreviations 
2D        two‐dimensional 
3D        three‐dimensional 
Acr        Acrylate 
AFM        Atomic force microscopy 
app.        approximately 
APS        Ammonium persulfate 
BSA        Bovine serum albumin 
CL        Crosslinking agent 
d        day 
DAPI        4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole 
DMA        Dimethacrylate 
DMEM       Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium 
DMSO        Dimethyl sulfoxid 
DNA        Deoxyribonucleic acid 
ECM        Extracellular matrix 
EDTA        Ethylenediaminetetraacetic acid 
e.g.        exempli gratia 
equiv.        Equivalent 
et al.        et altera  
EWC        Equilibrium water content 
FA        Focal adhesion 
FAK        Focal adhesion kinase 
FBGC        Foreign body giant cell 
FBS        Fetal bovine serum 
FDA        Food and Drug Administration 
FESEM       Field emission scanning electron microscopy 
FITC        Fluorescein isothiocyanate 
FN        Fibronectin 
GAG        Glycosaminoglycan 
GFP        Green fluorescent protein 
GPC        Gas phase chromatography 
HA        Hyaluronic acid 
HDF        Human dermal fibroblast 
 239
i.e.        id est  
LDH        Lactate dehydrogenase 
LPS        Lipopolysaccharide 
MMP        Matrix metalloproteinase 
MSC        Mesenchymal stem cell 
Mw        Molecular weight 
NCO        Isocyanate 
NHS        N‐hydroxy succinimide ester 
NIH        National Institute of Health (USA) 
NMR        Nuclear magnetic resonance 
PBMC        Peripheral blood mononuclear cells 
PBS        Phosphate buffered saline 
PBSA        PBS with 1 % BSA 
PEG        Poly(ethylene glycol) 
PEO        Poly(ethylene oxide) 
PFPE        Perfluoropolyether 
PI        Photoinitiator 
PLGA        Poly(D,L‐lactide‐co‐glycolide) 
PS        Polystyrene 
PTFE        Poly(tetrafluoroethylene) 
PVDF        Poly(vinylidene fluoride) 
RGD        Tripeptid: arginine–glycine–aspartic acid  
RPMI        Roswell Park Memorial Institute 
SAM        Self‐assembled monolayer 
SEM         Scanning electron microscopy 
t        time / time point 
TCPS        Tissue culture polystyrene 
TEMED      Tetramethylethylenediamine   
TRITC        Tetramethylrhodamine isothiocyanate 
Tyr        Tyrosin 
VN        Vitronectin 
w/w        weight/weight 
w/v        weight/volume 
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